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Les sirtuines sont une famille conservée de déacétylases NAD+-dépendantes qui sont 
impliquées dans divers processus. Les humains possèdent 7 sirtuines (SIRT1-7) qui jouent un 
rôle dans plusieurs voies cellulaires, tandis que la levure Saccharomyces cerevisiae possède 5 
membres (Sir2, Hst1-4) qui influencent plusieurs voies comme le cycle cellulaire ou le 
vieillissement. Une absence d’activité des sirtuines mène toutefois à des défauts de croissance, 
une thermosensibilité et l’apparition de dommages spontanés à l’ADN par des mécanismes 
mal élucidés. Pour mieux caractériser ce phénomène, ce mémoire met en lumière certains 
résultats venant d’un crible chimiogénétique réalisé par traitement au nicotinamide (NAM), un 
pan-inhibiteur des sirtuines. Nos résultats indiquent que le NAM entraîne chez la levure 
Saccharomyces cerevisiae une forte activation des voies de réponses aux dommages à l’ADN, 
et que les défauts de croissance sont principalement dus à l’hyperacétylation de la lysine 56 de 
l’histone H3 (H3K56), une modification post-traductionnelle qui est renversée par les sirtuines 
Hst3 et Hst4. Lors d’hyperacétylation de H3K56, la protéine Slx4 et le complexe PP4 sont 
requis pour la croissance de la levure en modulant les niveaux d’activation de la kinase Rad53 
lors de la RDA. Également, certains résultats préliminaires inclus dans ce mémoire mettent en 
évidence un rôle de l’activité des sirtuines dans la régulation de la recombinaison homologue, 
l’une des voies de réparation de l’ADN. Ensemble, nos résultats suggèrent que la 
déacétylation des histones par les sirtuines permet de moduler la réponse aux dommages à 
l’ADN en présence de stress réplicatif. 
Mots-clés : Nicotinamide, sirtuines, acétylation de la lysine 56 de l’histone H3, réplication de 
l’ADN, crible chimiogénétique, cycle cellulaire, voie de réponse aux dommages à l’ADN, 





Sirtuins are a conserved family of NAD+-dependent deacetylases that are involved in 
various processes. Humans have seven sirtuins (SIRT1-7) and play a role in several cellular 
pathways, while the budding yeast Saccharomyces cerevisiae has 5 members (Sir2, Hst1-4) 
and influence several pathways, such as the cell cycle or aging. Lack of sirtuin activity 
however leads to growth defects, thermosensitivity and spontaneous DNA damage by poorly 
understood mechanisms. To further characterize this phenomenon, this thesis highlights results 
obtained from a chemogenetic screen realized by treatment with nicotinamide (NAM), a pan-
inhibitor of all sirtuins. Our results indicate that NAM causes strong activation of DNA 
damage-induced signaling in budding yeast Saccharomyces cerevisiae, and that growth 
defects are mainly due to histone H3 lysine 56 (H3K56) hyperacetylation, a post-translational 
modification reversed by sirtuins Hst3 and Hst4. During H3K56 hyperacetylation, the Slx4 
protein and PP4 complex are both required for yeast growth by modulating the activation 
levels of Rad53 kinase during the DDR. Also, preliminary results included in this thesis 
highlight that proper regulation of homologous recombination, one of DNA repair pathways, 
is essential for growth in the presence of NAM-induced sirtuin inhibition. Together, our 
results suggest that chromosome-wide histone deacetylation by sirtuins can modulate DNA 
damage response in presence of replicative stress. 
Keywords : Nicotinamide, sirtuins, Histone H3 lysine 56 acetylation, DNA replication, 
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Rôle de la chromatine dans la régulation des processus 
eucaryotiques 
Chez les eucaryotes, l’ADN se compacte en une structure que l’on nomme la 
chromatine. Celle-ci est hautement régulée et permet de moduler divers processus cellulaires, 
que ce soit la réparation de l’ADN, la transcription de gènes ou encore la division cellulaire. 
L’unité fondamentale de la chromatine est le nucléosome, soit des unités répétitives qui 
enroulent 147 paires de bases d’ADN autour d’octamères d’histones (1). Les histones sont des 
protéines basiques composées d’environ 20 à 30 acides aminés, possédant un domaine 
globulaire et une queue N-terminale plus ou moins ordonnée (2). Les octamères sont 
composés de deux dimères d’histones H3 et H4, formant un tétramère stable avec deux 
dimères d’histones H2A et H2B. L’octamère formé est lié à la double-hélice d’ADN par des 
interactions spécifiques telles que des liens hydrophobes ou des liens hydrogènes (2,3). 
La structure de la chromatine est hautement dynamique. Plusieurs facteurs influencent 
l’état de la chromatine dans le but de réguler les divers processus cellulaires. L’un des rôles les 
mieux caractérisés de la chromatine est celui de la régulation de la transcription des gènes. 
Certaines régions spécifiques du génome possèdent des structures de la chromatine peu 
condensées permettant une meilleure accessibilité aux facteurs protéiques liant l’ADN pour 
démarrer la transcription, ce que l’on nomme la chromatine active. À l’opposé, d’autres 
régions du génome présentent des structures de la chromatine très condensées, soit la 
chromatine silencieuse, ce qui empêche la liaison de ces facteurs et par le fait même, 
l’enclenchement de la transcription (4,5). Les histones, comme toute autre protéine de la 
cellule, sont sujettes à des modifications post-traductionnelles (MPTs) covalentes qui 
modulent leur activité. Ces modifications peuvent influencer la charge globale de la 
chromatine, ce qui affecte le niveau de compaction des histones avec l’ADN, ou peuvent 
servir de plateformes pour le recrutement de facteurs protéiques (5). 
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L’état de la chromatine subit des modifications durant le cycle cellulaire et plusieurs 
d’entre elles sont conservées au cours de l’évolution. Certains mécanismes, par exemple, ont 
été élucidés chez la levure à bourgeonnement Saccharomyces cerevisiae (S. cerevisiae) avant 
d’être transposés chez l’humain, et nous nous attarderons à cet organisme modèle dans ce 
mémoire. La prochaine sous-section fera un survol du cycle cellulaire, plus précisément lors 
de la réplication de l’ADN, et mettra ensuite l’accent sur les différentes modifications post-
traductionnelles qui influencent la structure de la chromatine. 
La réplication de l’ADN (phase S) chez la levure Saccharomyces cerevisiae 
Le cycle cellulaire de la levure se déroule en quatre phases, comme pour la plupart des 
autres organismes : la phase-gap 1 (phase G1), la phase de synthèse d’ADN (phase S), la 
phase-gap 2 (phase G2) ainsi que la mitose (phase M). La phase G1 sert initialement à 
préparer la cellule pour la duplication de son génome. Selon l’environnement de croissance, la 
cellule procédera à la transcription de facteurs permettant soit son entrée dans le cycle 
cellulaire, ou alors à sa sporulation (6). La phase S, au cours de laquelle la cellule réplique son 
ADN, sera détaillée plus loin dans cette sous-section. La phase G2 et la phase M entraînent la 
division cellulaire, soit le partage du génome dupliqué entre la cellule mère et la cellule fille, 
pour ensuite se séparer lors de la cytocinèse (7). La progression dans le cycle cellulaire repose 
sur l’activité de kinases dépendantes des cyclines (CDKs), qui phosphorylent plusieurs 
facteurs clés lorsqu’elles sont liées à leurs sous-unités régulatrices, les cyclines (8). Ces 
dernières sont spécifiques à leur phase du cycle cellulaire, ce qui est contrôlé par un 
mécanisme de coordination. D’une part, l’oscillation des CDKs régule l’activation temporelle 
des cyclines, ce qui permet une transition adéquate entre les différentes phases du cycle 
cellulaire. De l’autre, un réseau de facteurs de transcription qui agit indépendamment des 
cyclines-CDKs régule l’expression périodique d’éléments impliqués dans la progression du 
cycle cellulaire (9). 
L’initiation de la réplication de l’ADN est un processus conservé au cours de 
l’évolution. L’une des étapes initiales est le chargement de l’hélicase MCM aux origines de 
réplication sous forme inactive (10,11). Le complexe d’origine de réplication (ORC), associé 
avec les facteurs Cdt1 et Cdc6 chez S. cerevisiae, est lié à des séquences de réplication 
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autonomes (12) et permet le recrutement de l’hélicase MCM pour l’initiation de la phase S 
(13,14). Comme les fourches de réplication sont bi-directionnelles, il est possible que l’ORC 
recrute au moins deux MCM à orientations opposées (11). L’hélicase MCM est un hexamère 
des sous-unités Mcm2 à Mcm7 et forme le complexe de pré-réplication chez les eucaryotes. 
Son association stable avec l’ADN forme un complexe CMG aux fourches actives par 
interaction avec Cdc45, qui régule son activité, ainsi que le complexe GINS, qui maintient 
Cdc45 à l’ADN (15,16). Le chargement de l’hélicase MCM est fortement régulé avec le cycle 
cellulaire (17) dans le but de prévenir la re-réplication (18,19). Les cyclines-CDK permettent 
notamment d’inhiber Cdt1 et Cdc6, et donc le chargement du complexe MCM lors de 
l’initiation de la phase S (20). 
L’initiation de la réplication est régulée par deux classes de protéines kinases : les 
CDKs et les kinases dépendantes de Dbf4 (DDK) (10). Les CDKs phosphorylent deux facteurs 
clés, Sld2 et Sld3, ce qui permet le recrutement du facteur de réplication Dbp11, du complexe 
CMG et de la polymérase  (21), tandis que les DDKs activent l’hélicase MCM par le dimère 
Dbf4-Cdc7 (22,23). Le complexe GINS permet l’interaction de l’hélicase MCM avec 
plusieurs protéines impliquées dans la formation du réplisome (16), entre autres la protéine de 
contrôle Mrc1, le complexe Csm3-Tof1 qui maintient l’intégrité des fourches (24) ainsi que la 
protéine Ctf4. Cette dernière, quoique non essentielle à la réplication, est impliquée dans la 
cohésion des chromatides sœurs (25) et dans la liaison de la primase/polymérase- au 
complexe CMG (26). La duplication du génome chez les eucaryotes est conduite par trois 
polymérases réplicatives essentielles de la famille B, soit la polymérase-, la polymérase- et 
la polymérase- (27,28). Comme les polymérases d’ADN ne peuvent allonger qu’à partir 
d’une amorce d’ARN préexistante, la polymérase- forme un complexe avec la primase qui 
ajoute des fragments d’ARN d’environ 7 à 12 nucléotides de long pour son ancrage (29). 
Après l’ajout d’environ 20 nucléotides, l’élongation est poursuivie soit par la polymérase- 
(Pol2 chez la levure) sur le brin précoce (30) ou par la polymérase- (Pol32 chez la levure) sur 
le brin retardé, qui nécessite la formation de fragments d’Okazaki (31). La figure 1 suivante 




Figure 1 Initiation de la réplication et formation du réplisome (23) 
D’autres complexes sont recrutés lors de la réplication de l’ADN. Le facteur de 
réplication A (RPA), formé des sous-unités Rfa1 à 3, est un complexe conservé qui protège 
l’ADN simple-brin pour l’activation des voies de signalisation aux dommages à l’ADN (voir 
la section de la RDA) (32). Le PCNA est un homotrimère conservé de la protéine Pol30 chez 
S. cerevisiae qui forme un anneau autour de l’ADN. Il régule la processivité des polymérases 
d’ADN et interagit avec plusieurs facteurs protéiques pour compléter l’élongation (33,34). 
PCNA est chargé à l’ADN lors de la phase S par le facteur de réplication C (RFC), formé des 
sous-unités Rfc1 à 5 (35,36). RFC interagit également avec la composante Rad24 dans le 
chargement d’un PCNA alternatif, ce qui reviendra plus loin dans l’introduction (37). La 
terminaison de la réplication chez la levure est régulée par le complexe Skp1/Cul1/F-Box Dia2 
(SCF-Dia2), qui ubiquitine la sous-unité Mcm7 de l’hélicase MCM par interaction avec la 
protéine Mrc1 (38). SCF-Dia2 agit en coordination avec la ségrégase Cdc48 et permet la poly-
ubiquitination de Mcm7, ce qui entraîne la dissolution du complexe CMG suivi du retrait de 
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l’hélicase MCM après les dissociations de Cdc45 et GINS (38,39). Les molécules d’ADN 
filles en liaison avec l’ADN parental sont résolues par la topoisomérase II Top2 en fin de 
phase S (40). En somme, la réplication de l’ADN est un processus hautement régulé dans le 
but de maintenir l’intégrité génomique jusqu’à la prochaine phase du cycle cellulaire. Les 
cellules ont évolué en divers mécanismes pour faciliter le déroulement de la phase S, entre 
autres par des MPTs qui influencent la stabilité des protéines régulatrices et leur recrutement à 
la chromatine. Les sous-sections suivantes s’intéresseront aux différentes modifications qui 
modulent les protéines ainsi que les histones. 
Implication des modifications post-traductionnelles dans l’état de la 
chromatine 
 Les protéines sont susceptibles à un vaste registre de modifications post-
traductionnelles, régulées par des classes d’enzymes qui ajoutent ou retirent des groupements 
chimiques sur des résidus cibles. Parmi celles-ci, on y retrouve la méthylation, la 
phosphorylation, l’ubiquitination, la SUMOylation ainsi que l’acétylation; cette dernière sera 
détaillée dans la prochaine sous-section. 
La méthylation consiste à l’ajout d’un groupement méthyle sur les lysines (K) et 
arginines (R) des protéines cibles, ce qui influence la régulation épigénétique (41,42). Les 
histones sont méthylées par des histones méthyltransférases (HMT), et ces MPTs sont 
reconnues par certains domaines de protéines tels que les chromodomaines, les domaines 
Tudor ou les domaines PHD (43,44). Chez la levure, la lysine 79 de l’histone H3 est 
triméthylée (H3K79me3) par la méthyltransférase Dot1. Cette modification est impliquée dans 
la réparation de l’ADN et dans la limitation de la répression génique en libérant le complexe 
SIR de la chromatine (voir la section sur les sirtuines) (45,46). La phosphorylation consiste à 
l’ajout d’un groupement phosphate sur les sérines (S), thréonines (T) et tyrosines (Y) des 
protéines cibles par utilisation de l’ATP (47). Les protéines kinases et phosphatases ont des 
rôles opposés dans cette MPT, ce qui régule l’activation de substrats ainsi que le recrutement 
de facteurs par leurs domaines BRCT (47,48). Chez les eucaryotes, l’histone H2A est 
phosphorylée sur la sérine 128 (H2A S128P pour la levure, ou H2AX pour les eucaryotes 
avancés), et participe à l’activation des voies de réponse aux dommages à l’ADN (voir la 
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section sur l’activation de Rad53) (49). L’ubiquitination consiste à l’attachement d’une chaîne 
polymérique de protéines ubiquitines d’environ 76 acides aminés sur des lysines cibles (50). 
Elle est régulée par des enzymes ubiquitine-ligases (Ub-ligases) qui ajoutent soit une seule 
ubiquitine (mono-ubiquitination), ou alors une chaîne d’ubiquitines reliées à la même lysine 
(poly-ubiquitination) (50,51). L’un des rôles les mieux caractérisés de cette MPT est celui 
servant de signal de dégradation d’une protéine cible par sa poly-ubiquitination à la lysine 48, 
suivi de sa fragmentation en polypeptides par le protéasome (51). Toutefois, elle peut donner 
lieu à des signaux non protéolytiques, par exemple lors de l’ubiquitination de PCNA (voir la 
section sur les voies de tolérance aux dommages). La SUMOylation est une modification 
reliée à l’ubiquitination (de nom Small Ubiquitin-related Modifier, ou SUMO), soit par 
l’attachement d’une protéine SUMO (Smt3 chez la levure) d’environ 100 acides aminés sur 
des lysines cibles (52). Elle est régulée par des enzymes SUMO-ligases, dont trois qui sont 
identifiées chez la levure : Siz1, Siz2 et Mms21 (52,53). Contrairement à l’ubiquitination, la 
SUMOylation n’influence pas la stabilité des protéines, mais module leurs interactions et leurs 
fonctions, même si les modalités d’action de cette MPT demeurent mal comprises. 
L’acétylation des lysines influence la conformation des histones sur l’ADN 
 L’acétylation consiste à l’ajout de groupements acétyles sur les lysines des protéines 
cibles. Elle correspond au transfert d’acétyle d’une molécule d’acétyl-coenzyme A (acétyl 
CoA) vers le résidu cible qui est médié par des enzymes nommés les acétyltransférases (figure 
3) (54). Comme il s’agit d’un processus réversible, le groupement acétyle est retiré par des 
enzymes déacétylases (55). L’acétylation des histones est l’une des premières modifications 
reconnues à la chromatine et l’une des plus dynamiques. Plusieurs lysines dans le domaine 
globulaire ou sur la queue N-terminale des histones sont acétylées (55), et ces cycles 
d’acétylation et de déacétylation jouent un rôle dans plusieurs fonctions cellulaires comme le 
remodelage de la chromatine (56), la transcription des gènes (55), la réplication de l’ADN 
(57,58), le transport nucléaire (59) ainsi que la réparation de l’ADN (60). Cette MPT recrute 
des facteurs à la chromatine par leurs bromodomaines, étant associés à des remodeleurs de la 




Les groupes enzymatiques régulant l’acétylation sont les lysines acétyltransférases 
(KAT) et les lysines déacétylases (KDAC) : toutefois, comme elles ont été caractérisées 
initialement sur les histones (63), elles sont répertoriées en histones acétyltransférases (HAT) 
et histones déacétylases (HDAC). Les HAT se retrouvent en deux groupes majeurs chez S. 
cerevisiae selon leur homologie de séquence : la classe de l’acétyltransférase Gcn5 (GNAT) et 
la classe MOZ-Ybf3-Sas2-Tip60 (MYST). La classe GNAT est composée des membres Gcn5, 
Hat1, Hpa2 et Elp3 (64), dont la plupart présentent des similarités de séquence avec Gcn5. 
Cette HAT est une sous-unité catalytique de plusieurs complexes (e.g. SAGA, Ada) qui 
acétyle plusieurs histones libres dans la régulation de la transcription et dans l’assemblage des 
nucléosomes (54,57,65). La classe MYST, composée des membres Esa1, Sas2 et Sas3 chez la 
levure, a été caractérisée selon leurs homologues chez l’humain (66). Esa1, composante du 
complexe NuA4, agit dans la transcription (67) alors que Sas2, sous-unité catalytique du 
complexe SAS-I avec les membres Sas4 et Sas5 (68), est impliquée dans l’acétylation de la 
lysine 16 de l’histone H4 (H4K16ac), modification abondante de la chromatine active dans le 
but de réduire le niveau d’étalement de la chromatine silencieuse (55,69).  
Les HDAC sont regroupées en trois grandes classes chez S. cerevisiae : les classes I et 
II, qui possèdent un atome de zinc dans leur site catalytique et la classe III, qui diffère par son 
utilisation du nicotinamide adénine dinucléotide (NAD+) comme co-enzyme (70). La classe I 
est composée des membres Rpd3, Hos1 et Hos2 (70), et regroupe des enzymes possédant une 
homologie de séquence avec Rpd3. Les enzymes de cette classe déacétylent plusieurs résidus 
d’histones cibles dans la réponse aux stress environnementaux (71), dans la répression de 
gènes de sporulation (72) et dans l’initiation de la réplication (73). La classe II comporte Hda1 
et Hos3, qui intervient dans la répression de la transcription (74) et dans la division cellulaire 
(75). La classe III, qui sera détaillée dans la prochaine section, est composée chez la levure du 
membre fondateur Sir2 et de ses homologues de séquence Hst1 à Hst4. Utilisant le NAD+ dans 




L’acétylation de la lysine 56 sur l’histone H3 (H3K56ac) en phase S 
Alors que la plupart des modifications post-traductionnelles sur les histones sont 
régulées selon le niveau d’expression génique, l’une d’entre elles est influencée davantage par 
les niveaux d’altérations à la chromatine, soit l’acétylation de la lysine 56 de l’histone H3 
(H3K56ac). Elle se déroule spécifiquement lors de la phase S au niveau du domaine globulaire 
des histones H3 nouvellement synthétisées derrière les fourches de réplication (78,79), 
contrairement aux histones parentales qui demeurent non acétylées (80). Chez la levure S. 
cerevisiae, cette acétylation est effectuée par l’histone acétyltransférase Rtt109, qui acétyle 
spécifiquement H3K56 (81,82). Rtt109 ne possède aucune homologie de séquence avec les 
autres HAT de la levure (83), mais elle est analogue au niveau structural avec 
l’acétyltransférase humaine CBP/p300 (84,85). Cette dernière est recrutée pour l’acétylation 
de H3K56 chez l’humain à la chromatine plutôt qu’aux histones H3 libres et contrairement à 
Rtt109, elle possède un bromodomaine (85). Rtt109 est lié à deux chaperonnes d’histones pour 
l’acétylation de H3K56, soit Asf1 et Vps75 (86). Le complexe Asf1-Rtt109 est recruté aux 
dimères H3-H4 pour l’acétylation des histones H3 libres (82,87), et le complexe Vps75-Rtt109 
permet l’acétylation des queues N-terminale des histones H3 (88). Alors que ces chaperonnes 
contrôlent l’activité de cette HAT, le complexe Asf1-Rtt109, mais non celui de Vps75-Rtt109, 
est important pour le maintien de l’intégrité génomique (86,89). 
H3K56ac est une modification conservée chez différentes espèces fongiques (90) et se 
retrouve à faible stœchiométrie dans les cellules humaines (85,91). Bien que les rôles de 
H3K56ac demeurent à être élucidés, cette modification est impliquée chez la levure dans la 
stabilité génomique (92), le positionnement des chromosomes (93), la régulation de la 
transcription (94) et le maintien du réplisome en présence de stress réplicatif (95). Néanmoins, 
l’un des rôles les mieux caractérisés de H3K56ac demeure son implication dans l’assemblage 
de novo des nucléosomes lors de la réplication de l’ADN. 
Assemblage des nucléosomes de manière dépendante de H3K56ac 
L’assemblage de novo des nucléosomes derrière les fourches de réplication se produit à 
la grandeur du génome par des processus couplés à la réplication de l’ADN qui nécessitent le 
recrutement de chaperonnes d’histones (96). Asf1 est la première chaperonne d’histone 
recrutée pour l’assemblage. Elle forme un hétérotrimère avec les histones libres H3-H4 et 
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permet notamment de présenter l’histone H3 nouvellement synthétisée à l’acétyltransférase 
Rtt109 (82,86). RTT109 est lié génétiquement à un complexe Ub-ligase composé des gènes 
RTT101, MMS1 et MMS22 (97). Ces gènes codent pour le complexe Cul4 E3 Ub-ligase 
Rtt101-Mms1-Mms22, orthologue à Cul4A-DDB1 chez l’humain (98). Rtt101 entraîne 
l’ubiquitination des lysines 121, 122 et 125 à l’interface de H3K56ac près du site de liaison de 
la chaperonne Asf1, ce qui la déloge du dimère H3-H4 (98). Il est suggéré que Mms1 et 
Mms22 soient des adaptateurs de Rtt101 permettant la liaison du complexe aux histones H3-
H4 et l’ubiquitination des histones H3 acétylées en K56 (98). La protéine d’échafaudage 
Rtt107 est également recrutée à la chromatine par Rtt109 et Rtt101 lors de la réponse aux 
dommages à l’ADN, mais de manière indépendante de H3K56ac (voir la section sur la 
régulation de Rad53) (99–101). Les histones H3-H4 sont transférées d’Asf1 vers deux autres 
chaperonnes d’histones, Rtt106 et CAF-1, qui vont déposer les dimères H3-H4 sur l’ADN 
nouvellement répliqué (82,102). H3K56ac augmente l’affinité de ces chaperonnes pour 
l’histone H3. Le complexe conservé CAF-1, formé des sous-unités Cac1 à 3, est recruté aux 
sites d’assemblage par sa liaison à PCNA (103) et aux chaperonnes Rtt106 et Asf1 pour 
l’assemblage de novo des nucléosomes (104). Rtt106 possède un domaine PH qui interagit 
avec H3K56ac dans la déposition de l’histone H3 (62). Il a été suggéré récemment que le 
complexe chaperonne FACT, composé des membres Spt16 et Pob3, pouvait interagir avec 
CAF-1 et Rtt106 dans la déposition de l’histone H3 acétylée lors du remodelage de la 
chromatine (105). La figure 2 illustre les principaux éléments impliqués dans l’assemblage des 
nucléosomes de manière dépendante de H3K56ac. 
H3K56ac est une modification réversible dans le cycle cellulaire 
Comme H3K56ac est une modification réversible (80), le retrait du groupement acétyle 
est régulé par des enzymes déacétylases suite à l’assemblage des nucléosomes. Les histones 
déacétylases Hst3 et Hst4 sont conservées dans de nombreux pathogènes (90,106) et possèdent 
des rôles redondants dans la déacétylation de H3K56 à travers le génome (80). Leur fonction 
est régulée de manière dépendante à la phase du cycle cellulaire (107). Hst3 est la première 
enzyme à déacétyler H3K56 en fin de phase S/début G2, tandis que Hst4 complète la 
déacétylation en début de phase G1 (80,108). Il a d’ailleurs été suggéré que Hst3 possédait un 
rôle dominant dans la déacétylation de H3K56, et que l’activité de Hst4 pouvait servir de 
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compensation en absence de Hst3 (107). L’expression de Hst3 est située en phase G2, suivie 
de sa dégradation subséquente durant la mitose ou en début de phase G1. L’expression de Hst4 
se déroule peu après celle de Hst3, suivie de sa dégradation avant la réplication de l’ADN des 
cellules filles (107). L’activité de Hst3 et Hst4 régule plusieurs réponses cellulaires telles que 
la répression des gènes (108), la réponse aux dommages à l’ADN (109) et la durée de vie 
réplicative (110,111) par la déacétylation de H3K56. Comme mentionné dans la sous-section 
précédente, ces enzymes font partie de la classe III des HDAC, paralogues à l’enzyme Sir2 
(112) et utilisant le NAD+ dans leur réaction catalytique (80,110). Compte tenu de leur 
similarité à Sir2 de la levure S. cerevisiae, cette classe est communément nommée SirTwo 
(sirtuines) et sera décrite en détail dans la prochaine sous-section. 
 
Figure 2 L’acétylation de la lysine 56 sur l’histone H3 et l’assemblage de novo des 
nucléosomes chez la leuvre S. cerevisiae (78,82,98,113) 
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Les déacétylases d’histones de la classe III, ou sirtuines 
Les sirtuines sont une classe d’enzymes déacétylases conservées dans l’évolution, 
présentant une homologie à la protéine Sir2 chez S. cerevisiae, soit la première sirtuine qui fut 
identifiée (112). Le génome de la levure comporte cinq sirtuines : le membre fondateur SIR2, 
ainsi que les homologues à Sir2 HST1 à HST4 (112,114). Chez l’humain, le génome code pour 
sept sirtuines différentes partageant une fonctionnalité plus ou moins conservée de S. 
cerevisiae, soit les membres SIRT1 à SIRT7 (115). Ces enzymes, retrouvées également dans 
les eubactéries, pathogènes et eucaryotes (116), sont à la base de plusieurs voies cellulaires 
comme des processus métaboliques, la réplication et la réparation de l’ADN, l’expression des 
gènes ainsi que le vieillissement cellulaire (76,117,118). 
Une réaction catalytique utilisant le nicotinamide adénine dinucléotide (NAD+) 
 Les sirtuines possèdent un mécanisme différent des autres classes de HDAC de la 
levure par l’utilisation du co-enzyme NAD+ dans leur activité catalytique. La déacétylation est 
produite par une réaction d’échange de bases (116) qui nécessite l’utilisation d’une molécule 
d’H2O ainsi que du NAD+ (119). Le NAD+ se lie à une poche enzymatique conservée des 
sirtuines nommée la poche de liaison au nicotinamide (Nicotinamide-binding pocket, ou 
NBP), situé près de la partie ADP-ribose de l’enzyme (118,120,121). Le mécanisme principal 
de l’échange entre le NAD+ et la lysine acétylée de la protéine cible demeure à être élucidé, 
bien que plusieurs modèles soient proposés dans la littérature1 (116,119,122). Toutefois, il est 
connu que cette réaction hydrolyse la lysine acétylée de la protéine cible et entraîne la 
formation de deux sous-produits : le nicotinamide (NAM) relâché par attaque nucléophile du 
NAD+ ainsi que l’O-acétyl ADP-ribose (OAADPr), un métabolite relâché en conformations2 
2’ et 3’ (112,118,123). Le nicotinamide relâché agit comme inhibiteur physiologique de 
l’activité des sirtuines (124,125) ; cette molécule d’intérêt reviendra d’ailleurs dans ce 
mémoire. 
                                                 
1 Pour simplifier la figure 3, la réaction n’est seulement représentée que par une flèche (NAD+ vers NAM). 








Le NAM, ainsi que le NAD+, est synthétisé et recyclé par la cellule. Plusieurs voies de 
biosynthèse du NAD+ sont présentes chez S. cerevisiae : la voie exogène passant soit par la 
synthèse du nicotinamide mononucléotide (NMN) ou de l’acide nicotinique (Na), ce dernier 
comprenant le NAM comme intermédiaire, ainsi que la synthèse de novo passant par la 
conversion du tryptophane en NaMN (116,122). Bien que ces voies ne soient pas détaillées 
dans ce mémoire, les différentes molécules intermédiaires ainsi que les enzymes de conversion 
chez la levure S. cerevisiae ont été incluses dans la figure 3 à la page précédente. Les 
prochaines sous-sections exploreront le rôle des sirtuines autres que Hst3 et Hst4, soit les 
sirtuines Sir2, Hst1 et Hst2. 
Rôle de l’histone déacétylase Sir2 
La protéine Sir2 de la levure S. cerevisiae est le membre fondateur de la famille des 
sirtuines, où elle fut identifiée pour son rôle dans la répression génique (Silent Information 
Regulator, ou SIR) (112). Elle régule la propagation de la chromatine silencieuse au niveau du 
locus d’accouplement HMRa et HML (mating loci) et la recombinaison de l’ADN ribosomal 
(ADNr) par répression des gènes (silencing) à ces régions (114,129). Sir2 forme un complexe 
aux nucléosomes avec les membres Sir3 et Sir4, soit l’holocomplexe SIR (130,131), et son 
rôle repose sur la déacétylation des queues N-terminale des histones le long de la chromatine 
(76). Sir2 déacétyle la lysine 16 de l’histone H4 (H4K16), et agit ainsi de manière opposée à 
l’HAT Sas2 (69). H4K16ac permet l’accessibilité aux membres Sir2 et Sir4 à la chromatine, et 
sa déacétylation par Sir2 engendre la formation du complexe SIR qui s’étale sur les histones 
H4 (76,132). Ce complexe est recruté au locus d’accouplement par interaction avec l’ORC de 
la réplication et les protéines Rap1-Abf1 (133). Comme mentionné à la sous-section 
précédente, Sir2 est une histone déacétylase qui utilise le NAD+ dans sa réaction catalytique 
(134). Le 2’ O-acétyl ADP-ribose, l’un des sous-produits de la réaction, peut aussi affecter la 
formation et la fonctionnalité de l’holocomplexe SIR à la chromatine hypoacétylée (131). 
 L’activité de Sir2 influence la durée de vie réplicative en modulant l’effet de la 
restriction calorique (117) et en limitant le niveau de recombinaison entre répétitions de 
l’ADN ribosomal (ADNr) (135). Sir2 est recruté au locus de l’ADNr sous la forme d’un autre 
complexe répresseur composé des membres Net1 et Cdc14, soit le complexe RENT (130). 
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Celui-ci déacétyle les histones entourant les séquences répétitives de l’ADNr et empêche 
l’engagement des polymérases d’ARN sur leurs promoteurs (136). La propagation de la 
chromatine silencieuse à l’ADNr empêche notamment la formation d’ADNr circulaire 
extrachromosomale (ERC) qui est reliée au vieillissement cellulaire (137,138). Il fut suggéré 
que Hst3 et Hst4 possédaient des rôles opposés à Sir2 dans le silencing en limitant son accès à 
la chromatine active par la déacétylation de H3K56 (108). La plupart de ces informations sont 
notées dans le tableau 1 à la page suivante. 
Rôle de l’histone déacétylase Hst1 
 Hst1 est une déacétylase qui partage la plus grande similarité de séquence avec Sir2, 
mais possède toutefois des fonctions différentes (139,140). Hst1 forme un complexe avec les 
facteurs Sum1 et Rfm1 dans la répression transcriptionnelle de gènes par déacétylation de 
leurs promoteurs (141,142). Certains gènes réprimés par ce complexe influencent la 
sporulation mitotique (142), la biosynthèse du NAD+ (voir figure 3) (143) et la biosynthèse de 
la thiamine (144). Il fut récemment identifié que Hst1, Sum1 et Sir2 pouvaient réprimer des 
gènes impliqués dans la glycolyse et dans la fermentation du glucose (145). Comme Hst1 ne 
possède aucun site de déacétylation précis (tableau 1) et une affinité moindre pour le NAD+ 
(143), elle peut déacétyler plusieurs résidus cibles, dont ceux près des gènes THI impliqués 
dans la biosynthèse de la thiamine (144). La plupart de ces informations sont notées dans le 
tableau 1 à la page suivante. 
Rôle de l’histone déacétylase Hst2 
 Contrairement aux autres sirtuines de la levure, Hst2 possède un signal d’exportation 
nucléaire qui médie sa localisation dans le cytosol (146). Cette séquence, riche en leucines, 
interagit avec l’exportine Crm1 qui permet son exclusion nucléaire (147). Malgré le fait que 
son rôle cytosolique soit nébuleux, il fut suggéré que Hst2 interagisse avec une autre 
déacétylase, Hos2, dans la régulation spatiale de protéines pour la croissance cellulaire (148). 
De plus, elle peut déacétyler H4K16, et influencer le vieillissement cellulaire et la stabilisation 
de l’ADNr en absence d’activité de Sir2 (146,149). Une surexpression du gène de HST2 
influence le niveau de répression à l’ADNr et aux télomères en absence ou en présence de Sir2 
(146), ce qui suggère que les rôles nucléaires de Hst2 chevauchent partiellement ceux de Sir2. 
La plupart de ces informations sont notées dans le tableau 1 à la page suivante. 
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Tableau 1 Liste et fonctionnalité des sirtuines de la levure Saccharomyces cerevisiae 
(69,76,80,146) 
Nom Poids moléculaire 
(kDa) 





Sir2 63,2 Sliencing de 
l’ADNr et du 
mating loci, rôle 
dans la restriction 
calorique 






Hst1 57,7 Régulation de la 
sporulation, de la 
biosynthèse de la 




Hst2 39,9 Rôle cytosolique, 
déacétylation de 
H4K16 en 
absence de Sir2  




Hst3 50,5 Déacétylation de 
H3K56 en phase 
G2/M 
Lysine 56 de 
l’histone H3 
- 
Hst4 41,7 Déacétylation de 
H3K56 en phase 
G1 




Que se passe-t-il en absence d’activité des sirtuines? 
 Comme les sirtuines régulent plusieurs voies cellulaires chez la levure S. cerevisiae, 
l’absence de leur activité entraîne de sévères phénotypes qui affectent la croissance cellulaire 
(112). La délétion de SIR2, représentée par le mutant sir2, entraîne une courte durée de vie 
réplicative (137) et de l’hyper-recombinaison au niveau de l’ADNr (135). Un mutant hst1 
présente une augmentation de transcription des gènes de sporulation (141) et de la 
concentration intracellulaire en NAD+ (143). Bien qu’aucun phénotype n’ait été rapporté pour 
la mutation hst2, la délétion de HST2 en combinaison avec le mutant sir2 affecte les 
niveaux de recombinaison de l’ADNr et l’effet de la restriction calorique (149). Dans la 
prochaine section, nous parlerons en détail des effets produits par la double mutation des 
gènes HST3 et HST4 de la levure, représentée par hst3 hst4. 
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Importance génétique de HST3 et HST4 dans la déacétylation de H3K56 
Bien que les simples mutations hst3 ou hst4 n’aient pas d’effet sur la viabilité 
cellulaire (80,107), l’absence combinée de ces gènes non essentiels de la levure cause 
d’importants phénotypes. Le double mutant hst3 hst4 induit une hyperacétylation de 
H3K56 qui persiste sur les histones parentales et nouvellement synthétisées au cours des 
divisions cellulaires (80,109). L’inactivation seule de Hst3 élève les niveaux de H3K56ac de 
50% en phase G2, tandis que l’inactivation de Hst4 présente peu de H3K56ac due à la 
présence de Hst3 (80). L’hyperacétylation de H3K56 entraîne plusieurs défauts de croissance 
cellulaire, notamment une thermosensibilité (80), une courte durée de vie réplicative 
(112,150), une perte d’hétérozygotie lors du vieillissement cellulaire (110), des 
réarrangements chromosomiques (151,152), l’apparition de dommages spontanés à l’ADN 
(109), une élévation de la recombinaison à l’ADNr (153) ainsi qu’une sensibilité accrue aux 
agents génotoxiques comme l’hydroxyurée (HU) ou le méthanesulfonate de méthyle (MMS) 
(60,154). Le MMS est un agent qui modifie la guanine (7-méthyleguanine) et l’adénine (3-
méthyleadénine) de l’ADN par alkylation, ce qui cause des défauts de réplication et 
l’apparition de bris cytotoxiques par la présence de sites abasiques (155,156). À l’inverse, 
l’absence d’acétylation de H3K56 peut entraîner une hypersensibilité de la cellule à des agents 
génotoxiques comme le MMS ou la camptothécine (CPT) (78,157), une incapacité à compléter 
la réplication de l’ADN et la formation de foyers de recombinaison intranucléaires (154). Cela 
suggère que les cycles d’acétylation et de déacétylation de H3K56 doivent être régulés pour le 
maintien de l’intégrité génomique. 
 Comme HST3 et HST4 sont des gènes non essentiels, le double mutant hst3 hst4 
accumule éventuellement des mutations qui permettent aux cellules de s’adapter à 
l’hyperacétylation de H3K56 et de faciliter la croissance cellulaire (109). Le double mutant 
hst3 hst4 présente une létalité synthétique en combinaison avec des mutations de gènes 
inclus dans la réplication de l’ADN (POL32, DIA2) (158), dans les voies de signalisation 
(SLX4, MRC1) (109) ainsi que sir2, celui-ci par des mécanismes mal compris (60,112). La 
plupart des phénotypes de ce double mutant peuvent être résolus par des mutations qui 
préviennent l’acétylation de H3K56, comme la délétion du gène de l’acétyltransférase RTT109 
ou la mutation de la lysine 56 pour une arginine non acétylable H3K56R (80,157), suggérant 
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qu’ils sont causés en partie par l’hyperacétylation de H3K56. De plus, certaines mutations aux 
gènes encodant les histones ou divers éléments de la voie de réponse aux dommages à l’ADN 
peuvent influencer les phénotypes d’hypersensibilité de hst3 hst4. Par exemple, la mutation 
de gènes comme RAD24 ou RAD9 améliore la croissance du double mutant (109) et des 
mutations d’histones H4K16R ou H3K79R, qui abolissent leurs MPTs respectives, réduisent le 
niveau de thermosensibilité du double mutant hst3 hst4 (60). Ces résultats suggèrent que 
l’activation des voies de réponse aux dommages à l’ADN pourrait contribuer aux phénotypes 
des cellules présentant une hyperacétylation de H3K56. Les prochaines sections s’attarderont 
aux diverses voies de réponses et de réparation de l’ADN chez la levure S. cerevisiae, et 
établiront un lien avec l’altération de la chromatine lors d’instabilité génomique. 
Voies de réponse aux dommages à l’ADN lors de stress réplicatif 
 Les dommages à l’ADN peuvent être causés de manière endogène ou par des agents 
génotoxiques (environnementaux, cliniques, etc.) qui influencent la progression du cycle 
cellulaire. Afin de répondre au stress génotoxique, les cellules eucaryotes utilisent des réseaux 
de signalisation, que l’on nomme les points de contrôle (checkpoint) dans le but de préserver 
l’intégrité génomique. Trois points de contrôle peuvent être déclenchés dans le cycle 
cellulaire : celui en G1/S, celui en phase intra-S qui vise les défauts de réplication de l’ADN, 
et celui en G2/M qui prévient la ségrégation de chromosomes défectifs (159,160). Dans le 
cadre de ce mémoire, nous discuterons des points de contrôle intra-S. 
La phase S détient un point de contrôle important, car les fourches de réplication sont 
sensibles aux dommages à l’ADN. Cette vulnérabilité peut conduire à des cassures double-
brins à l’ADN (DSBs) ainsi que des mutations transmises d’une génération à l’autre, ce qui est 
cause d’instabilité génomique (161). Les défauts de réplication mènent à des réarrangements 
chromosomiques ou encore à une augmentation de la synthèse de dNTPs (162,163). Le 
checkpoint intra-S chez les eucaryotes enclenche une cascade de signalisation qui inhibe la 
progression de la cellule en phase S jusqu’à la réparation des lésions à l’ADN. Compte tenu de 
leur nature, ces lésions peuvent solliciter différentes voies de réponse aux dommages à l’ADN. 




Cascade de signalisation menant à l’activation de la kinase Rad53 
 Le rôle global de la voie de réponse aux dommages à l’ADN (RDA) est l’activation 
d’une cascade de signalisation par phosphorylation de substrats, dans le but de ralentir la 
progression du cycle cellulaire de manière à réparer les dommages induits au génome (164). 
Le détecteur principal du stress réplicatif est l’ADN simple-brin, qui est généré par le 
découplage de l’hélicase MCM et des polymérases réplicatives, ainsi que par la résection 5’-
3’de l’extrémité d’un DSB (165,166). Ceux-ci permettent la liaison de senseurs sur l’ADN, 
soit le complexe RPA impliqué à la réplication de l’ADN (32). La présence de dommages 
augmente le niveau d’ADN simple-brin ainsi que celui de RPA, ce qui donne lieu au 
recrutement de kinases pour activer la cascade de signalisation (167). Chez la levure, les DSBs 
entraînent l’activation de deux kinases qui appartiennent à la famille des phosphoinositide (PI) 
3-kinases conservées dans l’évolution, soit Mec1 et Tel1 (168). Elles mènent à l’activation de 
deux kinases effectrices dans la RDA dont Rad53, l’homologue de CHK2 humain, ainsi que 
Chk1 (168). 
 Mec1 est l’homologue direct de la protéine ATR, qui s’active à l’ADN simple-brin par 
interaction avec la protéine Ddc2 qui elle-même interagit avec le complexe RPA (167), ainsi 
qu’avec le facteur de réplication Dpb11 près des sites de lésions (169). Tout comme ATR chez 
l’humain, la kinase Mec1 phosphoryle divers transducteurs de la RDA dont entre autres 
l’histone H2A, le PCNA alternatif, la protéine du réplisome Mrc1 et la protéine adaptatrice 
Rad9. La phosphorylation de l’histone H2A est l’une des premières modifications à la 
chromatine en réponse aux dommages à l’ADN. Mec1 et Tel1 phosphorylent le domaine C-
terminal de H2A à la sérine 128 (H2A S128P), ce qui induit la forme modifiée H2A (170). 
Elle facilite le recrutement d’éléments de la RDA, dont des remodeleurs de la chromatine et 
des protéines adaptatrices (170,171). Le PCNA alternatif (ou 9-1-1 clamp) est un anneau 
hétérotrimérique formé des membres Ddc1, Rad17 et Mec3, qui est homologue de structure à 
PCNA (172). Il est chargé aux jonctions d’ADN simple-brin par le complexe d’ancrage RFC-
Rad24 (37,172). Mec1 phosphoryle la sous-unité Ddc1, ce qui permet le recrutement de 
Dbp11 aux sites de lésions pour l’activation de kinases subséquentes, dont celle de Mec1 
(169,173,174). En plus de son rôle au réplisome, Mrc1 est impliqué dans l’activation de la 
kinase Rad53 et régule la réparation de l’ADN de manière spatio-temporelle (175,176). Elle 
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permet la cohésion des chromatides sœurs pour faciliter la réparation de l’ADN (177) et la 
stabilisation des fourches de réplication par interaction avec la sous-unité Mcm6 (178) et le 
complexe Csm3-Tof1 en réponse au HU (179). Rad9 est l’homologue de séquence à 53BP1 
humain qui permet l’activation de la kinase Rad53 via phosphorylation par Mec1 (180). Cette 
protéine adaptatrice possède deux sites de recrutement à la chromatine endommagée, soit 
H2A par son domaine de liaison à la phosphorylation BRCT2, ainsi que H3K79me3 par son 
domaine de liaison à la méthylation Tudor-2 (171,181). Rad9 est épistatique à la 
méthyltransférase Dot1 dans la RDA, et cette dernière enzyme est donc indirectement 
impliquée dans l’activation de la kinase Rad53 en présence de stress réplicatif (182,183). 
Malgré la présence de ces deux sites de liaison, H3K79me3 et H2A S128P n’agissent pas de 
façon redondante dans le mécanisme d’action de Rad9, chacun contribuant à son recrutement à 
la chromatine (181). 
Tel1 est l’homologue direct de la protéine ATM qui, contrairement à Mec1, est recruté 
aux DSBs non résectés par le complexe MRX. Ce complexe hétérotrimérique, composé de 
Mre11, Rad50 et Xrs2, est lié aux DSBs et entraîne l’activation de la kinase Tel1 et 
l’enclenchement de la RDA (184). Mre11 forme un complexe avec Tel1, qui agit en parallèle 
avec Ddc2-Mec1 pour l’activation de la kinase Rad53 par l’adaptateur Rad9 à différents stades 
du cycle cellulaire (phase M et phase S, respectivement) (185). En phase S, Tel1 est toutefois 
moins efficace dans l’activation de Rad53 en l’absence de Mec1 (185,186), ce qui suggère que 
la voie de réponse intra-S dépend davantage de la kinase Mec1 que Tel1. 
Activité de la kinase Rad53/CHK2 lorsque phosphorylée 
 La kinase Rad53, lors de son activation, entraîne la phosphorylation d’une multitude de 
substrats de la RDA, dont sa propre auto-phosphorylation et agit à différentes étapes du cycle 
cellulaire (159,187). L’activité de Rad53 peut retarder la progression du cycle cellulaire par 
l’inhibition des fourches tardives, ce qui donne le temps pour la réparation de l’ADN. En point 
de contrôle intra-S, Rad53 inhibe les voies dépendantes des CDKs et DDKs durant la 
réplication, soit par la phosphorylation des protéines Dbf4 (voie DDK) et Sld3 (voie CDK) 
(188). La phosphorylation du domaine C-terminal de Sld3 par Rad53 bloque son interaction 
avec Dbp11 et Cdc45 aux origines tardives, tandis que celle de Dbf4 empêche l’activation de 
l’hélicase MCM par le complexe Dbf4-Cdc7 (188,189). Rad53 active également la kinase 
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Dun1, qui stimule la ribonucléotide réductase par phosphorylation de son inhibiteur Sml1. 
Cette réponse permet la synthèse de dNTPs et l’induction de la transcription de gènes en 
présence de stress réplicatif (190,191). La kinase Chk1, activée par Mec1, agit plus 
précisément en phase G2/M et entraîne l’arrêt de la progression du cycle cellulaire par 
phosphorylation de la sécurine Pds1, ce qui empêche la transition métaphase/anaphase durant 
la mitose (192). La figure 4 illustre la cascade de signalisation de la RDA décrite dans cette 
section, mais simplifiée pour une meilleure compréhension. 
 
Figure 4 Cascade de signalisation de la réponse aux dommages à l’ADN menant à 
l’activation de la kinase Rad53 par la voie dépendante de Mec1 (165,183,192–195) 
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Terminaison de la cascade de signalisation de la kinase Rad53 
 Dans le but de restaurer la progression dans le cycle cellulaire suite à l’activation de la 
RDA, la kinase Rad53 doit passer par un cycle de désactivation qui résulte à sa 
déphosphorylation (196). Il fut suggéré que la kinase Cdc5 soit impliquée dans la diminution 
du niveau d’hyperphosphorylation de Rad53 pour l’adaptation au point de contrôle intra-S 
(197). Chez la levure, l’activité de Rad53 est régulée par des protéines qui atténuent son signal 
ou des phosphatases qui entraînent sa déphosphorylation (198,199). Ces voies, représentées 
par les protéines Slx4 et Pph3 respectivement, feront l’objet de la prochaine sous-section. 
Les protéines Slx4 et Pph3 sont impliquées dans l’atténuation de la voie d’activation de 
Rad53 
 Chez la levure, la protéine d’échafaudage Slx4 régule l’activation de la kinase Rad53 
ainsi que les événements de recombinaison homologue. Au cours de la recombinaison 
homologue, Slx4 est phosphorylée par la voie Mec1-Cdk1 et interagit avec Dpb11 pour 
recruter le complexe Mus81-Mms4 aux jonctions d’Holliday, mécanisme qui sera détaillé dans 
la prochaine section (200,201). Un autre rôle de Slx4 est d’atténuer l’activation de la kinase 
Rad53 en formant un complexe avec la protéine d’échafaudage Rtt107, qui inhibe de manière 
compétitive la liaison de Rad9 à H2A et prévient l’arrêt prolongé du cycle cellulaire en 
réponse aux dommages à l’ADN (199,202). Rtt107 est recrutée à plusieurs facteurs durant la 
phase S, dont Slx4 et le complexe Ub-ligase Rtt101 à la chromatine (100,203). Son interaction 
avec Slx4 médie sa phosphorylation par Mec1 (204), et le complexe Slx4-Rtt107 se localise 
aux fourches de réplication grâce à la phosphorylation de Slx4 qui est reconnue par le domaine 
BRCT de Dbp11 (202,205). Les domaines BRCT en C-terminal de Rtt107 se lient donc à la 
phosphorylation de l’histone H2A, ce qui empêche la liaison de Rad9 et l’activation de Rad53 
(205,206). Slx4 est une protéine conservée chez l’humain. Son homologue direct, 
l’endonucléase SLX4, possède des caractéristiques similaires comme la résolution des 
jonctions d’Holliday en interagissant avec le complexe MUS81-EME1 et TopBP1, 
l’homologue de Dpb11 (207,208). 
Pph3 est une sous-unité catalytique du complexe phosphatase PP4 de la levure avec les 
sous-unités Psy2 et Psy4 (209,210). Pph3, en complexe avec Psy2, permet la 
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déphosphorylation de la kinase Rad53 (198) et H2A en réponse au MMS (211). Psy4 n’est 
toutefois pas impliquée dans la déphosphorylation de Rad53, mais uniquement H2A, ce qui la 
sépare mécanistiquement des autres sous-unités (198). Le complexe PP4 est conservé chez 
l’humain et présente des rôles dans la déphosphorylation de H2AX comme pour la levure 
(212), mais aussi de protéines impliquées à la recombinaison homologue (213,214). D’autres 
complexes phosphatases participent à la déphosphorylation de Rad53 chez S. cerevisiae. La 
phosphatase Glc7, membre du complexe PP1, atténue l’activité de Rad53 et la 
phosphorylation de H2A en réponse à une déplétion de dNTP par le HU (215). Les protéines 
phosphatases PP2C, soit Ptc2 et Ptc3, peuvent déphosphoryler Rad53 en réponse à une durée 
prolongée d’un DSB (216). Cela suggère que Rad53 peut être modulée par différentes 
phosphatases spécifiques selon le type de perturbation génomique (217). En somme, Slx4 et 
Pph3 possèdent des rôles importants dans la régulation de la kinase Rad53. Les mutants slx4 
et pph3 présentent une létalité synthétique en absence d’éléments régulateurs de la RDA et 
parviennent difficilement à compléter la phase S lors de stress réplicatif induit par le MMS 
(196,200). Comme la kinase Mec1 régule le recrutement du complexe Slx4-Rtt107 et de la 
phosphatase PP4 dans la cascade de signalisation, cela suggère que ces composantes soient 
importantes dans l’atténuation de la RDA (206,218). La figure 5 schématise les voies de 
régulation de la kinase Rad53 présentées dans cette sous-section. 
 
Figure 5 Régulation de la voie d’activation de la kinase Rad53 par les complexes Slx4-
Rtt107 et PP4 (195,206,218) 
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Réparation des bris double-brins par la recombinaison homologue (RH) 
 La recombinaison homologue (RH) est un mécanisme permettant la réparation de 
lésions à l’ADN durant la réplication sans engendrer de mutations dans le génome. 
Principalement élucidé chez la levure S. cerevisiae, ce mécanisme est conservé au cours de 
l’évolution. La RH requiert une région d’homologie dans une chromatide sœur, servant de 
matrice de synthèse pour la réparation (219). Ce mécanisme est précisément régulé, car la RH 
inapproprié peut entraîner de l’instabilité génomique chez les eucaryotes (220). Pour débuter, 
le complexe MRX se lie aux extrémités d’une cassure double-brin et mène à la résection 
nucléolytique 5’-3’ pour générer de l’ADN simple-brin, ce qui recrute le complexe RPA 
(221,222). L’extrémité 3’ simple-brin initie alors la recherche de régions d’homologie sur la 
chromatide sœur à l’aide de protéines recombinases. Chez la levure, ces protéines font partie 
de la famille épistatique RAD, dont il sera question dans la prochaine sous-section. 
Implication des protéines RAD dans la recombinaison homologue 
 L’invasion de l’ADN simple-brin en 3’ constitue la première étape de la recombinaison 
homologue. La protéine recombinase Rad51 recouvre l’ADN simple-brin, ce qui forme le 
filament pré-synaptique, et s’apparie à la matrice homologue (223). Pour initier ce mécanisme, 
la recombinase médiatrice Rad52 déloge le complexe RPA présent sur l’ADN simple-brin et 
médie la formation des filaments nucléoprotéiques Rad51 par leur oligomérisation sur l’ADN 
simple-brin (224,225). L’hétérodimère Rad55-Rad57, qui est recruté simultanément avec 
Rad52, stimule cet échange et stabilise les filaments pré-synaptiques (226). Ceux-ci 
enclenchent la synapse et l’invasion simple-brin en formant une boucle en D sur la matrice 
homologue, ce qui produit une première jonction d’Holliday (JH) (227). Lors du croisement, 
la recombinase Rad54 et son ATPase Rdh54 sont recrutés pour l’extension de l’hétéroduplex 
d’ADN et la translocation des filaments nucléoprotéiques Rad51, ce qui contrôle l’invasion 
simple-brin (228–230). Dans le modèle classique de RH, la polymérisation de l’interstice entre 
la résection et le DSB entraîne la formation d’une deuxième jonction d’Holliday. Pour d’autres 
voies alternatives à la RH, l’invasion peut se faire d’un seul côté, comme c’est le cas pour la 
voie de synthèse par réassociation des brins (SDSA) (219,231). L’appariement des ADN 
simple-brins (SSA) est une autre variante de RH qui se produit indépendamment de la 
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formation de filaments pré-synaptiques (232). La figure 6 présente un résumé de la RH et ses 
principaux éléments régulateurs qui seront détaillés dans la prochaine sous-section. 
 
Figure 6 Schéma de la voie de réparation par recombinaison homologue en présence de 
brins double-brins et facteurs de recombinaison impliqués (175,201,219,233) 
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Régulation de la recombinaison homologue 
 Dans le but de compléter la réplication de l’ADN, les événements de RH doivent être 
régulés de manière efficace. La recombinase Rad52 est SUMOylée en réponse au stress 
réplicatif par la SUMO-ligase Siz2 (234), au même titre que la sous-unité de RPA Rfa1 (235). 
Cette SUMOylation module les niveaux de recombinaison : dans le cas de Rad52, elle pourrait 
réguler l’accumulation des filaments Rad51 sur l’ADN invasif (236,237). Autre que cette 
MPT, les jonctions d’Holliday reliant les chromatides sœurs peuvent être séparées dans la 
régulation des événements de RH. Chez la levure S. cerevisiae, deux hélicases 3’-5’ sont 
identifiées dans la régulation de ces structures, soit Sgs1 et Srs2, ainsi que le complexe 
endonucléase Mus81-Mms4 qui est associé à la protéine Slx4 (238,239). Leurs rôles respectifs 
dans le traitement des intermédiaires de RH seront détaillés dans les prochaines sous-sections. 
Complexes de résolution impliqués dans le traitement des intermédiaires de 
recombinaison 
L’hélicase Sgs1 forme un complexe impliqué dans la dissolution des JHs avec la 
topoisomérase III Top3 et le membre Rmi1 (240–242). Dans ce complexe, Sgs1 permet le 
déroulement de l’ADN double-brin pour former des structures simple-brins qui sont 
maintenues par le complexe RPA (243). Suite à la formation de ces structures, Top3 maintient 
l’ouverture et permet le passage du brin d’ADN pour la dissolution des intermédiaires. Rmi1 
stimule la décaténation de l’ADN et stabilise l’état d’ouverture de Top3 avec l’ADN (243). 
L’interaction Sgs1-Top3 possède aussi un autre rôle dans la rupture des filaments 
nucléoprotéiques de Rad51 lors de l’invasion simple-brin (244,245). Autre que son rôle dans 
l’atténuation du signal de la kinase Rad53, Slx4 forme des complexes endonucléases pour la 
résolution de structures de recombinaison, semblable à son homologue chez l’humain (207). 
Slx4 interagit avec le complexe Rad1-Rad10 dans la résolution du SSA (200), avec Slx1 dans 
la stabilisation de l’ADNr (246) et avec le complexe Mus81-Mms4 dans la résolution des JHs 
(201). Durant la mitose, Mms4 est phosphorylée par la polo-kinase Cdc5, ce qui permet son 
association avec l’endonucléase Mus81 (201,247). La phosphorylation de Slx4 et son 
recrutement à Dpb11 médie l’interaction avec ce complexe endonucléase, où ce dernier 
reconnait spécifiquement les JHs formées lors de la recombinaison homologue (201,248). 
Comme l’activation de la RDA empêche la formation de ce complexe, cela suggère que les 
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rôles de Slx4 lors de la RH se distinguent de ceux mis en cause dans l’inhibition de Rad9 
(201). La dernière partie de la figure 6 illustre l’implication de ces complexes de résolution 
aux intermédiaires de RH. 
Activité de l’hélicase Srs2 lors de la recombinaison homologue 
 Srs2 est une anti-recombinase impliquée dans la réparation de l’ADN, où elle possède 
trois fonctions différentes pour inhiber les événements de RH (249,250). Son activité hélicase 
permet de dérouler l’ADN lors de l’invasion simple-brin par une polarité 3’-5’ en proximité 
des nucléofilaments de Rad51, ce qui requiert son activité ATPase (251,252). Son activité 
translocase désassemble les filaments pré-synaptiques Rad51 par un déplacement 3’-5’ sur 
l’ADN simple-brin, et donc empêche l’initiation de la RH (253,254). Srs2 est recrutée aux 
fourches de réplication durant la phase S par interaction avec la SUMOylation de PCNA à la 
lysine 164 (255,256). Celle-ci permet de réguler Srs2 au point de contrôle intra-S, soit par 
l’adaptation à la RDA en retardant les événements de RH lors de l’activation de la kinase 
Mec1 (257,258). Sa liaison à la SUMOylation de PCNA permet notamment de diriger la 
réparation post-réplicative vers la RH (voir dans la prochaine section) (259,260) ainsi que 
médier la réparation de l’ADN par des voies alternatives à la RH, comme le SDSA et le SSA 
(261,262). Toutefois, Srs2 est recrutée à des sites de recombinaison indépendamment de 
PCNA SUMOylé lorsqu’elle désassemble des filaments Rad51 placés de façon aberrante sur 
l’ADN (263). En plus de son homologie aux hélicases bactériennes UvrD et PcrA, deux 
homologues de fonction chez l’humain sont connus pour Srs2 (249). La protéine FBH1 fut 
caractérisée pour sa capacité à se lier à RAD51 et d’inhiber la formation de structures de 
recombinaison (264), tandis que la protéine PARI fut récemment découverte pour sa fonction 
anti-recombinase médiée par sa liaison à la SUMOylation de PCNA (265). 
En somme, l’anti-recombinase Srs2 agit comme mécanisme de contrôle de la RH et 
possède des rôles antagonistes avec Rad52 pour la formation de filaments pré-synaptiques 
Rad51 (266). Certains éléments régulateurs peuvent moduler l’activité de Srs2. La protéine de 
contrôle Esc2, en interaction avec la nucléase Exo1, empêche son recrutement aux fourches de 
réplication précoces (267). Le complexe SHU, composé des gènes non essentiels CSM2, 
PSY3, SHU1 et SHU2, est un régulateur de la RH et favorise la formation d’intermédiaires par 
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l’inhibition de Srs2 (268,269). Un mutant srs2 présente de l’hyper-recombinaison spontanée 
(270), une plus grande fréquence en foyers de recombinaison Rad51 et Rad54 (266) et une 
courte durée de vie réplicative (271). Comme ce mutant s’avère létal en absence de gènes 
régulateurs tels que SGS1, MRC1 ou RAD54, cela suggère que Srs2 soit importante dans le 
maintien de l’intégrité génomique (256,272,273). La figure 6 illustre quelques rôles de Srs2 
aux filaments nucléoprotéiques de Rad51. 
Voies de tolérance aux dommages à l’ADN : la réparation post-
réplicative 
L’ADN non répliqué qui demeure derrière les fourches de réplication peut mener à la 
réparation post-réplicative (RPR), située en fin de phase S/début G2, qui utilise des voies de 
tolérance aux dommages à l’ADN (TDA). La TDA, qui reconnait majoritairement des bases 
modifiées à l’ADN, ne permet pas de réparer mais plutôt de tolérer ces mutations, dans le but 
de recharger rapidement les polymérases réplicatives sur l’ADN et finaliser la réplication 
(274,275). Par son interactome, le PCNA fonctionne comme un tableau de bord dans la 
coordination de ces événements. Les MPTs de PCNA en fin de phase S/début G2 constituent 
l’élément déclencheur de la TDA chez les eucaryotes (276,277). La mono-ubiquitination de la 
lysine 164 de PCNA enclenche la polymérisation de translésion (TLS), qui fait usage de 
polymérases à potentiel mutagène, et sa poly-ubiquitination subséquente enclenche le 
changement de matrice (TS), analogue à la réparation par RH (278). Comme mentionné à la 
section précédente, PCNA peut être SUMOylé à cette même lysine par la SUMO-ligase Siz1, 
qui recrute l’hélicase Srs2 pour médier les événements de RH vers la RPR (259,279), 
suggérant un lien direct entre ces MPTs. Les prochaines sous-sections détailleront ces 
mécanismes conservés chez la levure S. cerevisiae. 
Voie de tolérance avec erreurs : la polymérisation de translésion (TLS) 
 La polymérisation de translésion (translesion synthesis, ou TLS) est un mécanisme de 
TDA qui utilise des polymérases alternatives pouvant accommoder des bases modifiées dans 
leur site catalytique. Chez les eucaryotes, la famille de polymérases Y peut générer leurs 
propres bases pour l’élongation. Contrairement à la famille B réplicative, la famille Y est 
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défaillante en activité exonucléase et ne peut relire de mauvaises insertions de bases, ce qui 
diminue leur niveau de fidélité (280). Chez la levure, le TLS est initié soit par la polymérase-
, codée par le gène RAD30 ou la polymérase-ζ (Polζ). Cette dernière, étant un hétérodimère 
composé des sous-unités Rev3 et Rev7, est la plus sollicitée en réponse au stress réplicatif par 
le MMS (281). 
Le TLS est surnommé «la voie dépendante de Rad6» dans la littérature, car il est 
enclenché par les enzymes Ub-ligases Rad6 et Rad18 (276,277). Lors d’activation de la RPR, 
l’E3 Ub-ligase Rad18 est recrutée à l’ADN simple-brin par le complexe RPA et forme un 
complexe avec l’E2 Ub-conjugase Rad6 pour la mono-ubiquitination de PCNA à la lysine 164 
(278,282). Cette modification est un signal pour dissocier la polymérase réplicative de l’ADN 
et lier la polymérase de translésion à fidélité moindre. Rev1 est une composante du TLS qui 
médie l’interaction de Polζ à la mono-ubiquitination de PCNA. La liaison de la sous-unité 
structurale Rev7 entraîne la transition des polymérases, puis la sous-unité catalytique Rev3 
permet l’élongation de la matrice par substitution de la base modifiée (281). Le TLS est 
hautement mutagénique, car sa basse fidélité d’incorporation de bases peut engendrer des 
mutations ponctuelles dans le génome (274). Chez l’humain, le TLS est une voie de TDA 
fortement sollicitée lors d’irradiation par les rayons ultraviolets, et la polymérase- est plus 
fidèle dans la substitution de bases que la polymérase-ζ (27). Toutefois, le TLS n’est pas une 
voie essentielle chez S. cerevisiae. Elle est directement régulée par la RDA où la 
méthyltransférase Dot1, par l’activation de la kinase Rad53, inhibe le TLS régulé par Polζ 
pour limiter la réponse mutagène lors de stress réplicatif (figure 4) (183,283). 
Voie de tolérance sans erreurs : le changement de matrice (TS) 
Le changement de matrice (template switching, ou TS) est un mécanisme de TDA qui 
fonctionne de façon similaire à la recombinaison homologue. Il permet l’échange temporaire 
du brin endommagé vers la chromatide sœur, ce qui n’induit pas de mutations, mais peut 
mener à des réarrangements chromosomiques (284). Comme le TLS, le TS est médié les 
enzymes Ub-ligases Rad6 et Rad18 (285,286). La mono-ubiquitination de PCNA permet le 
recrutement de l’E3 Ub-ligase Rad5, analogue de fonction à Rad18, qui forme un complexe 
avec l’E2 Ub-conjugase hétérodimérique Ubc13-Mms2 pour la poly-ubiquitination de PCNA 
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à la lysine 164 (278). L’extension des chaînes d’ubiquitines reliées à la lysine 63 entraîne 
l’activation du TS en recrutant des recombinases de la RH comme Rad51 et Rad52, mais les 
mécanismes impliqués demeurent mal compris (278,286). 
 Certains éléments de la RDA ou de la réplication de l’ADN ont été démontrés comme 
des régulateurs de la TDA. Le PCNA alternatif possède deux rôles dans la promotion de la 
TDA qui sont indépendants de celui dans la RDA. D’une part, l’interaction entre les sous-
unités Ddc1-Rad17 et Polζ suggèrent son implication dans le TLS (287) et de l’autre, il permet 
l’initiation du TS de manière non canonique à l’aide de la nucléase Exo1 (288). La protéine du 
réplisome Ctf4 et la polymérase- ont été identifiés récemment comme des éléments 
importants pour le TS, suggérant que l’hybridation des polymérases est fortement régulée 
(289). Chez la levure, le TS est favorisé comme premier plan en fin de phase S par rapport au 
TLS, et s’initie derrière les fourches de réplication (290). La figure 7 suivante résume les 
étapes d’ubiquitination de PCNA lors de la TDA. 
 





Implication de H3K56ac dans la réponse aux dommages à l’ADN 
L’acétylation de H3K56 a été démontrée comme un environnement favorable à la 
réparation de l’ADN et certains mécanismes agissent de sorte à préserver cette acétylation lors 
de la RDA (291). Lors de l’anaphase, Hst3 est phosphorylée par la kinase Cdk1, et ce signal 
est reconnu par le complexe SCF-Cdc4 qui poly-ubiquitine Hst3 pour sa dégradation 
(292,293). En réponse au stress génotoxique, la sirtuine Hst3 est ciblée pour dégradation au 
protéasome par l’activation de la kinase Mec1, ce qui conserve H3K56ac à la chromatine en 
phase G2/M (78,294). Cela suggère que la persistance de H3K56ac durant cette phase pourrait 
moduler certains aspects des voies de réparation à l’ADN. Toutefois, la machinerie 
d’ubiquitination impliquée dans la dégradation de Hst3 lors de la RDA, ainsi que les 
mécanismes qui préviennent la déacétylation de H3K56 en fin de phase S demeurent à être 
élucidé (293). 
Les cycles d’acétylation et de déacétylation de H3K56 influencent entre autres la 
recombinaison homologue entre chromatides sœurs (295), la réparation post-réplicative (296) 
et la réparation aux extrémités chromosomales par le BIR (151). H3K56ac active la réparation 
des DSBs par des événements de recombinaison (295), et l’hyperacétylation de H3K56 induite 
par le double mutant hst3 hst4 présente une augmentation en foyers spontanés Rad52 
(60,297), une létalité synthétique avec le mutant rad52 (109) ainsi qu’une inhibition des 
étapes initiales du BIR et de la conversion des gènes (151). La recombinaison spontanée est 
également observée dans un simple mutant hst3 (107). Ainsi, la dynamique de H3K56ac peut 
réguler la réparation des dommages à l’ADN lors de stress réplicatif par deux voies de 
recombinaison : l’une qui dépend de Rad51, soit le modèle de RH classique, et l’autre qui 
dépend de la sous-unité Pol32 (295). Celle-ci permet la synthèse d’ADN sur la chromatide 
sœur par des événements qui sont reliés au BIR (298,299). Toutefois, nous revisiterons 




Le nicotinamide, un inhibiteur non compétitif des sirtuins 
 Comme présenté à la figure 3, la déacétylation des histones par les sirtuines entraîne la 
formation de deux sous-produits : l’O-acétyl ADP-ribose (OAADPr) et le nicotinamide 
(NAM). Étant un substitut de la vitamine B3, le NAM agit comme un pan-inhibiteur de 
l’activité de plusieurs enzymes utilisant le NAD+, dont les sirtuines (116,300). Il a été suggéré 
que Hst3 et Hst4 soient plus résistantes au NAM que les autres sirtuines de la levure (Sir2, 
Hst1, Hst2), comme une grande concentration de cet inhibiteur est requise pour obtenir une 
phénocopie d’un double mutant hst3 hst4 (150). L’inhibition des sirtuines par le NAM 
s’effectue de manière non compétitive. Comme cette molécule fait partie du NAD+, le NAM 
se lie à la poche de liaison au nicotinamide (NBP) des enzymes, ce qui n’affecte pas leur 
liaison aux résidus acétylés mais plutôt leur réaction d’échange avec le NAD+ (118,120). En 
plus de la déacétylation, le NAM peut être synthétisé à partir du nicotinamide riboside (NR) 
ou être converti en acide nicotinique (Na) lors de la biosynthèse du NAD+ (127,128). Chez la 
levure, les sirtuines constituent la quasi-totalité des enzymes utilisant le NAD+ contrairement 
aux mammifères (301). 
Potentiel antifongique du nicotinamide 
L’inhibition des sirtuines par le NAM peut prévenir la croissance chez certains 
pathogènes infectieux, principalement ceux de la famille Candida albicans, mais également 
d’autres familles comme Aspergillus fumigatus et Aspergillus nidulans (90). Chez C. albicans, 
il a été démontré que ces effets étaient reliés à l’acétylation de H3K56. Cette MPT est régulée 
par les enzymes Rtt109p et Hst3p, et même si l’inhibition de Rtt109p confère une forte 
sensibilité aux agents antifongiques, celle de Hst3p entraîne une perte de viabilité ainsi qu’une 
croissance anormale des filaments de C. albicans (90). De plus, il a été suggéré que 
l’altération pharmacologique de H3K56ac par le NAM peut réduire la virulence d’une 
infection à C. albicans dans un modèle de souris A/J (90). En somme, le NAM détient un 
potentiel cytotoxique qui dépend des niveaux de H3K56ac, toutefois ses mécanismes d’action 




Hypothèse et objectifs 
Des résultats précédents suggéraient que l’hyperacétylation de H3K56, induite par 
l’inhibition des sirtuines Hst3 et Hst4, entraîne des défauts de croissance, des dommages 
spontanés à l’ADN ainsi qu’une létalité chez certains pathogènes infectieux (80,90,109). 
Toutefois, la nature du lien direct entre l’état de la structure de la chromatine et les phénotypes 
observés demeurent encore nébuleux. 
Pour mieux comprendre ces phénomènes, nous avons étudié la réponse cellulaire face à 
l’inhibition des sirtuines par le nicotinamide chez la levure Saccharomyces cerevisiae. Ce 
projet a débuté par l’obtention de résultats provenant d’un criblage chimiogénétique chez S. 
cerevisiae, qui visait à identifier des gènes pouvant influencer la croissance de la levure en 
absence d’activité des sirtuines induite par traitement au NAM. Par l’identification de 
plusieurs mutations conférant une forte sensibilité à cet inhibiteur pharmacologique, nous 
avons noté qu’un grand nombre de ceux-ci était impliqué dans la voie de réponse aux 
dommages à l’ADN, ainsi que pour d’autres voies de réparation de l’ADN comme la 
recombinaison homologue. Nous avons cherché à vérifier si certains mutants cibles agissant 
dans l’atténuation des voies de signalisation présentaient une forte réponse aux dommages à 
l’ADN, et si ces phénotypes étaient dépendants de l’hyperacétylation de H3K56 causée par 
l’inhibition des sirtuines Hst3 et Hst4. À la lumière de nos résultats, nous postulons que la 
déacétylation des histones nouvellement synthétisées empêche l’hyperactivation des kinases 




Matériel et méthodes 
Utilisation de la levure Saccharomyces cerevisiae comme modèle 
expérimental 
Toutes les expériences détaillées dans ce mémoire ont été réalisées à partir de notre 
modèle au laboratoire, la levure de bourgeonnement Saccharomyces cerevisiae. Toutes les 
souches de levures qui ont été générées au fil des projets sont inscrites dans le tableau 2 à la 
fin de cette section. La plupart d’entre elles ont été conçues par des méthodes de 
transformation génétique, qui seront décrites dans le paragraphe suivant, et certaines souches 
ont été généreusement offertes par d’autres laboratoires. Nous avons obtenu entre autres la 
collection de mutations d’histones du Dr Ali Shilatifard (Northwestern University) et celle de 
mutations d’origines de réplication du Dr John Diffley (Francis Crick Institute) (188,302). 
Manipulations génétiques de la levure 
 Le projet a été réalisé avec trois souches génétiques différentes de S. cerevisiae : BY, 
W303 et FY. Question de reproductibilité, certaines souches offertes avec un génotype 
particulier nous ont incités à utiliser le même type de souche génétique dans la réalisation de 
nos travaux. Concernant nos méthodes de transformation génétique, certaines souches ont été 
conçues par choc thermique ou par croisement génétique. La transformation par choc 
thermique consiste à augmenter la perméabilité de la membrane cellulaire de sorte à 
incorporer un fragment d’ADN à l’intérieur des pores. Le protocole expérimental implique 
l’utilisation de polyéthylène glycol et de lithium acétate pour perméabiliser la membrane 
(303). L’autre type de transformation est le croisement du matériel génétique, soit entre deux 
levures haploïdes de sexes différents MATa et MAT. Ce croisement génétique forme un 
diploïde qui est ensuite mis à sporulation : les produits venant de la méiose forment une 
tétrade où certaines spores présentent le génotype d’intérêt selon le modèle classique (304). 
L’utilisation d’un microscope à dissection permet ensuite la séparation de chaque tétrade. 
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Tests de croissance par dilutions en série 
 Les cellules ont été mises en croissance en chambre humide à 25 ou 30°C pendant la 
nuit. Les tests de croissance ont été effectués le lendemain selon deux méthodes. Dans le 
premier cas, les cultures saturées ont été diluées en série puis répliquées sur un milieu avec ou 
sans méthanesulfonate de méthyle (MMS), suivi d’une incubation pendant 48h à 30°C. Dans 
le deuxième cas, les cultures saturées possédant un plasmide avec séquence URA3 ont été 
répliquées sur un milieu contenant ou non de l’acide 5-fluoroorotique (5-FoA), suivi d’une 
incubation pendant 48h à 25°C. Les cellules ayant spontanément perdu le plasmide demeurent 
viables sur 5-FoA (109) tandis que celles qui le conservent convertissent l’acide en une forme 
toxique lors d’expression du gène URA3, ce qui est létal pour les cellules (305). 
Tests de croissance au nicotinamide 
Dans le cadre de nos expériences, les levures ont été mises en culture dans un milieu 
synthétique «yeast extract-peptone-dextrose» (YPD) ou dans un milieu minimal «synthetic 
complete» (SC) en absence d’uracile (URA). La poudre de nicotinamide a été soit dissoute 
dans le milieu puis filtrée avant l’ajout des cellules, par exemple lors des études sur plaques 96 
puits, ou alors dissoute directement en culture pour le traitement de cellules asynchrones. 
Étude de croissance en plaques 96 puits 
 Les cellules ont été mises en croissance en chambre humide à 30°C pendant la nuit. 
Elles ont été dosées le lendemain matin puis diluées à une densité optique à 600 nm (D.O.600) 
de 0,0005 dans 100 µL de milieu YPD avec des concentrations croissantes de nicotinamide 
allant de 0 à 200 mM. Ces dilutions ont été faites à l’intérieur de plaques 96 puits qui ont été 
incubées pendant 48 heures en chambre humide à 30°C. La densité optique à 630 nm (D.O.630) 
a été lue à l’aide d’un lecteur de plaque Biotek EL800 équipé d’un logiciel de lecture Gen5, 
version 1.05. Durant l’analyse des données, la D.O.630 résultante fut soustraite de celle 
contenant uniquement le milieu YPD (échantillon «blanc») et la croissance fut normalisée sur 
les contrôles non traités. Chaque graphique représente une expérience réalisée en triplicata et 
les barres d’incertitudes représentent l’erreur moyenne lors de la normalisation des données. 
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Étude du temps de dédoublement 
 Pour le calcul du temps de dédoublement, les cellules ont été mises en croissance en 
chambre humide à 30°C pendant la nuit, puis diluées le lendemain à une D.O.600 de 0,01 dans 
100 µL de milieu YPD contenant 0 ou 20 mM de NAM dans des plaques 96 puits. Ces plaques 
ont été mises en agitation à 30°C dans un lecteur de plaques Biotek ELX808 pour une durée 
de 48 heures. Les D.O600 ont été lues automatiquement chaque demi-heure. Chaque densité 
optique a d’abord été mise en format graphique pour l’analyse des données, puis une méthode 
de régression exponentielle sur les valeurs a été utilisée pour le calcul du temps de 
dédoublement de chaque population. 
Étude asynchrone des générations de levure 
 Pour cette étude, les cellules saturées en mini-culture ont été diluées en milieu YPD ou 
SC dans un incubateur de 25°C avec agitation pendant la nuit. Elles ont été centrifugées le 
lendemain à une certaine densité optique, pour être ensuite resuspendues dans le milieu 
correspondant en présence d’une concentration en NAM. Le temps d’incubation de ces 
cellules à 30°C a été en moyenne de 8 à 12 heures, où la densité optique fut vérifiée chaque 2 
heures pour éviter la saturation à 1,0 D.O./mL. Le nicotinamide a été acheté de la compagnie 
Sigma-Aldrich. 
Synchronisation cellulaire et traitement aux agents génotoxiques 
Les cellules saturées en mini-culture ont été diluées en milieu YPD dans un incubateur 
de 25°C avec agitation pendant la nuit. La densité des cultures fut évaluée le lendemain matin 
puis les cellules ont été synchronisées en phase G1 dans un milieu YPD contenant 5 µg/mL de 
phéromone facteur- pendant 90 minutes, suivi d’une deuxième dose de 5 µg/mL de facteur- 
pendant 75 minutes. Le facteur- est une phéromone permettant de bloquer les cellules MATa 
en phase G1. Les cellules ont ensuite été relâchées en phase S par resuspension dans un milieu 
YPD contenant 50 µg/mL de pronase (protéase dégradant le facteur-) ainsi qu’une 
concentration en méthanesulfonate de méthyle (MMS). Le MMS ainsi que la pronase ont été 
obtenus de la compagnie Sigma Aldrich. 
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Cytométrie en flux 
Les cellules recueillies lors des expériences sur des cellules non synchronisées 
(asynchrones) ou avec synchronisation en phase G1 ont été fixées avec de l’éthanol 70% pour 
procéder à l’analyse du contenu en ADN par cytométrie en flux. La méthodologie appliquée 
fut celle utilisant le Sytox Green obtenu de chez Invitrogen. Ce dernier fluoresce lorsqu’il est 
intercalé dans l’ADN double-brin et permet la détection du contenu en ADN lors de l’analyse 
(306). La cytométrie en flux a été réalisée sur un appareil FACS-Calibur possédant un logiciel 
CellQuest. Les figures ont été assemblées à l’aide du logiciel FlowJo, version 7.6.5. 
Immunobuvardage de type Western 
La précipitation de protéines venant d’extraits de cellules recueillies lors des 
expériences sur cellules asynchrones a été réalisée soit par la méthode de lyse cellulaire en 
milieu alcalin ou alors par une méthode de précipitation à l’acide trichloroacétique (TCA) 
avec billes de verre (307). Les protéines dosées ont été séparées par une migration par 
électrophorèse sur gel composé de polyacrylamide-SDS (SDS-PAGE), puis transférées sur 
membrane de polyfluorure de vinylidène (PVDF) avec un appareil Bio-Rad Semi-Dry à 0,8 
mA/cm² pendant deux heures. L’anticorps utilisé contre l’histone H2A a été acheté d’Active 
Motif (No. Catalogue 39236) et les anti-H3, anti-H3K56ac, anti-H4K16ac et anti-H2A 
phosphorylé (78) ont été généreusement offerts par le laboratoire du Dr Alain Verreault 
(Université de Montréal). 
Essais d’autophosphorylation de Rad53 in situ 
Les protéines venant d’extraits de cellules recueillies lors des expériences asynchrones 
ont été précipitées selon le protocole employant le TCA. Elles ont été séparées par SDS-PAGE 
puis transférées sur membrane PVDF par utilisation d’un tampon de transfert (25 mM de Tris 
et 192 mM de glycine, sans méthanol et SDS) sur l’appareil Bio-Rad. Pour l’essai 
d’autophosphorylation de Rad53, les membranes ont été dénaturées dans une solution 
contenant de la guanidine-HCl et du dithiothréitol (DTT), puis les protéines furent renaturées 
par incubation à 4°C dans une solution à base d’albumine bovine et de DTT (187). La réaction 
d’autophosphorylation a été effectuée dans 10 μCi/mL d’ATP radioactif [γ‐32P] pendant 1 heure. 
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Les autoradiogrammes ont été révélés par un appareil à numérisation Phosphor Imager Storm 
840, équipé du logiciel ImageQuant servant à l’analyse. 
Microscopie à fluorescence 
Les extraits de cellules recueillies lors des expériences asynchrones ont été fixés à une 
concentration de 3,7% en formaldéhyde pour procéder à l’analyse par microscopie à 
fluorescence. Les protéines d’intérêt ont été préalablement fusionnées en C-terminal à une 
séquence exprimant une protéine fluorescente, soit ici la protéine à fluorescence jaune (YFP) 
et la protéine à fluorescence cyan (CFP), par modification du gène endogène (308). Les 
échantillons ont été conservés à 4°C sur des lamelles contenant du 4′,6-diamidino-2-
phénylindole (DAPI), puis les protéines fluorescentes furent examinées avec un microscope à 
fluorescence DeltaVision utilisant un objectif de 60X ou 100X, équipé du logiciel SoftWorx 
(GE Healthcare) pour la superposition des images («maximal intensity projection») (154). Les 
images ont ensuite été analysées par le logiciel ImageJ, version 1.46E. 
Crible chimiogénétique et «fitness assay» 
Le crible chimiogénétique de la collection de mutants de la levure S. cerevisiae a été 
réalisé en collaboration avec les Drs Corey Nislow et Guri Giaever, chercheurs principaux à 
l’University of British Columbia et collaborateurs externes du projet publié au journal 
scientifique Nucleic Acid Research (voir la section résultats). Nous avons traité une banque de 
souches arborant des mutations de gènes comparativement à des souches normales, qui 
servaient ici de contrôle (309). La banque contenait une collection de mutants homozygotes de 
gènes non essentiels diploïdes de la levure BY4743 possédant chacun une séquence génétique 
«code-barre» qui flanque le gène KanMX, permettant ainsi leur identification et la 
quantification de leur croissance dans un «pool» (310,311). Cette collection, ainsi que celle 
contrôle, a été mise en croissance dans un milieu YPD avec 20 mM NAM à 30°C. Les cellules 
ont été recueillies à partir de la génération 0 (qui représente les souches initiales non traitées), 
ainsi qu’à 5 et 20 générations de croissance. Une génération représente un passage complet 
dans le cycle cellulaire, où la levure initie son bourgeonnement durant la réplication (phase 
G1/S) jusqu’à la division cellulaire lors de la mitose (phase G2/M). 
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L’ADN génomique des cellules traitées a été extrait à l’aide de la trousse de Zymo 
Research YeaStar (312). Pour chaque échantillon, deux réactions par polymérase en chaîne 
(PCR) ont été effectuées pour amplifier les séquences «code-barres» des souches mutées 
(«downtags» et «uptags»). Les produits d’ADN amplifiés furent par la suite combinés, purifiés 
et hybridés par une micropuce à l’ADN à haute densité Affymetrix TAG4, ce qui a permis la 
quantification de l’abondance de chaque souche dans le «pool» avant et après traitement (313). 
Ces essais contiennent au moins cinq réplicats pour chaque amplification des downtags et des 
uptags, de sorte à éliminer les caractéristiques aberrantes avant de calculer la valeur d’intensité 
de chaque mutant. Ces valeurs moyennes ont ensuite été normalisées par rapport aux contrôles 
ainsi que corrigées pour la saturation (309,312). Chaque Z-Score des mutants (obtenu par 
l’équation (tag contrôle – tag mutant)/déviation standard du contrôle) a été calculé après 5 et 
20 générations. Lorsqu’on obtient une valeur nulle, aucune différence de croissance n’a pu 
être observée avant et après traitement au NAM. Si la valeur est positive, la population 
présente une plus grande sensibilité après traitement que celle contrôle; sinon, la valeur tendra 
vers le négatif ou 0. L’ontologie des gènes (GO Terms) a été identifiée grâce à l’outil GO 
Term Finder, disponible sur le site de Saccharomyces Genome Database (314,315). 
Tableau 2 Table des souches de levures étudiées dans ce mémoire 
Figure Souche Génotype Référence 
#8 BY4741 BY4741 MATa ura3Δ0 leu2Δ0 his3Δ1 (316) 
BY4743 
BY4743 MATa/α his3Δ1/his3Δ1 leu2Δ0/leu2Δ0 LYS2/lys2Δ0 
met15Δ0/MET15 ura3Δ0/ura3Δ0 
(316) 
W5094-1C W303 ADE2 RAD52-YFP RAD5 (154) 
HWY2493 W303 ADE2 bar1Δ::LEU2 RFA1-8ala-YFP RAD5 (60) 
HWY297 BY4741 rtt109Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY3111 




YBL574 hht1-hhf1Δ::LEU2 hht2-hhf2Δ::HIS3 [pCEN TRP1 
HHT1-HHF1] rtt109Δ::URA3MX 
Cette étude-ci 
#10 HWY1608 BY4741 slx4Δ::KanMX  Cette étude-ci 
ASY1875 BY4741 slx4Δ::HPHMX rtt109Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ICY703 FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 [pCEN URA3 HST3] (80) 
ASY3657 








FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 slx4Δ::KanMX 
rtt107Δ::HPHMX  [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
#11 ASY2164 BY4741 rtt101Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ASY2168 BY4741 rtt101Δ::URA3MX slx4Δ::HPHMX Cette étude-ci 
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ASY2166 BY4741 rtt107Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY2163 BY4741 rtt107Δ::KanMX slx4Δ::HPHMX  Cette étude-ci 
HWY970 W303 ADE2 RAD52-YFP RAD5 rtt101Δ::URA3MX Cette étude-ci 
HWY972 W303 ADE2 RAD52-YFP RAD5 rtt107Δ::URA3MX Cette étude-ci 
HWY978 W303 ADE2 RAD52-YFP RAD5 rtt109Δ::URA3MX Cette étude-ci 
HWY1610 BY4741 rad1Δ::KanMX 25C10 Cette étude-ci 
HWY1609 BY4741 slx1Δ::KanMX 10E7 Cette étude-ci 
ASY3147 BY4741 mus81Δ::HPHMX Cette étude-ci 
HWY3228 BY4741 mms4Δ::KanMX Cette étude-ci 
#12 ASY1763 BY4741 psy2Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY1764 BY4741 psy4Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY1765 BY4741 pph3Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY1840 BY4741 pph3Δ::HPHMX rtt109Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ASY3537 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 pph3Δ::HPHMX [pCEN 
URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
#13 ASY2766 W303 ADE2 RAD52-YFP RAD5 slx4Δ::HPHMX Cette étude-ci 
ASY2764 W303 ADE2 RAD52-YFP RAD5 pph3Δ::HPHMX Cette étude-ci 
#14 EHY047 BY4741 rad9Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY2796 BY4741 rad9Δ::KanMX pph3Δ::HPHMX Cette étude-ci 
ASY3516 BY4741 slx4Δ::KanMX rad9Δ::HPHMX Cette étude-ci 
#15 
- 




FY406 hta1-htb1Δ::LEU2 hta2-htb2Δ::TRP1 [pCEN HIS3 
HTB1-HTA1] pph3Δ::HPHMX  
Cette étude-ci 
ERY3396 




FY406 hta1-htb1Δ::LEU2 hta2-htb2Δ::TRP1 [pCEN HIS3 
HTB1-HTA1] slx4Δ::KanMX  
Cette étude-ci 
HWY2879 
FY406 hta1-htb1Δ::LEU2 hta2-htb2Δ::TRP1 [pCEN HIS3 
HTB1-hta1S128A] slx4Δ::KanMX  
Cette étude-ci 
HWY1936 
FY406 hta1-htb1Δ::LEU2 hta2-htb2Δ::TRP1 [pCEN HIS3 
HTB1-hta1S128A] 
(302) 
EHY071 BY4741 dot1Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY3386 BY4741 slx4Δ::KanMX dot1Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY3389 BY4741 pph3Δ::HPHMX dot1Δ::URA3MX Cette étude-ci 
#16 
W303 
W303 MATa ade2-1 can1-100 his3-11,15 leu2-3,112  trp1-1 
ura3-1 [psi+] rad5-535 
(317) 
Y2573 








W303 dbf4Δ::TRP1 his3::PDBF4-dbf4-4A::HIS3 sld3-38A-
10his-13MYC::KanMX4 pph3Δ::HPHMx 
Cette étude-ci 
ASY2798 W303 pph3Δ::HPHMX Cette étude-ci 
HWY2882 W303 slx4Δ::HPHMX Cette étude-ci 
#17 ASY3519 BY4741 pph3Δ::HPHMX rev3Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY2940 BY4741 slx4Δ::KANMX rev3Δ::HIS3MX Cette étude-ci 
HWY2942 BY4741 slx4∆::KanMX dot1Δ::URA3MX rev3Δ::HIS3MX Cette étude-ci 
ASY3534 BY4741 pph3Δ::HPHMX dot1Δ::URA3MX rev3Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY4003 BY4741 rev3Δ::KanMX dot1Δ::URA3MX  Cette étude-ci 
#19 
ERY3466 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 [pCEN URA3 HST3] 
srs2Δ::HPHMX 
Cette étude-ci 









FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 asf1Δ::KanMX  
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4441 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
asf1Δ::KanMX  [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY3449 BY4741 hst3Δ::URA3MX srs2Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY4380 BY4741 hst4Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
HWY634 BY4741 srs2Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY635 BY4741 srs2Δ::KanMX rtt109Δ::URA3MX Cette étude-ci 
- 




YBL574 hht1-hhf1∆::LEU2 hht2-hhf2Δ::HIS3 [pCEN TRP1 
hht1K56A-HHF1] srs2Δ::HPHMX 
Cette étude-ci 
ERY3875 BY4741 rtt101Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY3877 BY4741 rtt107Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY4430 BY4741 asf1Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
#20 
ERY4162 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 rtt101Δ::KanMX  
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4163 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
rtt101Δ::KanMX [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY3868 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
rtt107Δ::KanMX [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4156 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 mms1Δ::KanMX  
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4158 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
mms1Δ::KanMX [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4164 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 mms22Δ::KanMX  
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4166 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
mms22Δ::KanMX  [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
HWY2503 BY4741 mms1Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY2505 BY4741 mms22Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY3879 BY4741 mms1Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY3881 BY4741 mms22Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
#21 
ICY918 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 sas2Δ::KanMX  
[pCEN URA3 HST3] 
(80) 
ERY3874 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
sas2Δ::KanMX [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4196 BY4741 hst1Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY4194 BY4741 hst2Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY4408 BY4743 sir2Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ASY3111 












YBL574 hht1-hhf1Δ::LEU2 hht2-hhf2Δ::HIS3 [pCEN TRP1 
HHT1-hhf1K16A] srs2Δ::HPHMX 
Cette étude-ci 
HWY47 BY4741 sas2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY4134 BY4741 sas2Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
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#22 ASY3493 BY4741 rad9Δ::URA3MX srs2Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY3496 BY4741 dot1Δ::URA3MX srs2Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY4400 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 rad9Δ::KanMX 
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
HWY4402 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
rad9Δ::KanMX [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
HWY4403 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 dot1Δ::KanMX 
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
HWY4405 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 




FY406 hta1-htb1Δ::LEU2 hta2-htb2Δ::TRP1 [pCEN HIS3 
HTB1-HTA1] srs2Δ::KanMX  
Cette étude-ci 
ERY3824 
FY406 hta1-htb1Δ::LEU2 hta2-htb2Δ::TRP1 [pCEN HIS3 
HTB1-hta1S128A] srs2Δ::KanMX  
Cette étude-ci 
HWY642 BY4741 siz1Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY630 BY4741 rad18Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY636 BY4741 mms2Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY3862 BY4741 rad18Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY3885 BY4741 mms2Δ::KanMX srs2Δ::HPHMX Cette étude-ci 
HWY4406 BY4741 siz1Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ASY3489 BY4741 shu1Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY3692 BY4741 shu2Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY3694 BY4741 psy3Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY3693 BY4741 csm2Δ::KanMX Cette étude-ci 
ASY3490 BY4741 shu1Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ASY3723 BY4741 shu2Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ERY4175 BY4741 psy3Δ::KanMX srs2Δ::HPHMX Cette étude-ci 
ERY4174 BY4741 csm2Δ::KanMX srs2Δ::HPHMX Cette étude-ci 
HWY2416 BY4741 ddc1Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY2418 BY4741 rad17Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY2415 BY4741 mec3Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY3853 BY4741 ddc1Δ::KanMX srs2Δ::HPHMX Cette étude-ci 
ERY3854 BY4741 rad17Δ::KanMX srs2Δ::HPHMX Cette étude-ci 
ERY3856 BY4741 mec3Δ::KanMX srs2Δ::HPHMX Cette étude-ci 
#24 HWY640 BY4741 rad51Δ::KanMX Cette étude-ci 
HWY2892 BY4741 srs2Δ::KanMX rad51Δ::HPHMX Cette étude-ci 
ERY4170 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 rad51Δ::KanMX 
[pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY4173 
FY833 hst3Δ::HIS3 hst4Δ::TRP1 srs2Δ::HPHMX 
rad51Δ::KanMX [pCEN URA3 HST3] 
Cette étude-ci 
ERY3863 BY4741 rad51Δ::KanMX srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
EHY035 BY4741 rad55Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY4444 BY4743 rad55Δ::KanMx srs2Δ::URA3Mx Cette étude-ci 
EHY043 BY4741 rad57Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY4435 BY4741 rad57Δ::KanMx srs2Δ::URA3Mx Cette étude-ci 
EHY027 BY4741 rad59Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY3424 BY4741 rad59Δ::KanMx srs2Δ::URA3Mx Cette étude-ci 
HWY628 BY4741 rad52Δ::KanMX Cette étude-ci 
ERY4432 BY4741 rad52Δ::KanMx srs2Δ::URA3Mx Cette étude-ci 
ML288-8B W303 ADE2 trp1-1 LYS2 RAD5 YFP-RAD51 RAD52-CFP (317) 
ERY3810 
W303 ADE2 LYS2 RAD5 YFP-RAD51 RAD52-CFP 
srs2Δ::HPHMx 
Cette étude-ci 










BY4741 pol30Δ::KANMX trp1Δ::KANMX slx4Δ::HPHMX 
rad9Δ::HIS3MX  [pCEN-POL30-TRP1] 
Cette étude-ci 
ASY3668 
BY4741 pol30Δ::KANMX trp1Δ::KANMX slx4Δ::HPHMX 
rad9Δ::HIS3MX  [pCEN-pol30-K164R-TRP1] 
Cette étude-ci 
ASY3669 
BY4741 pol30Δ::KANMX trp1Δ::KANMX pph3Δ::HPHMX 
rad9Δ::HIS3MX  [pCEN-POL30-TRP1] 
Cette étude-ci 
ASY3670 
BY4741 pol30Δ::KANMX trp1Δ::KANMX pph3Δ::HPHMX 
rad9Δ::HIS3MX  [pCEN-pol30-K164R-TRP1] 
Cette étude-ci 
ASY3522 BY4741 slx4Δ::KanMX dot1Δ::URA3 rad18Δ::HIS3MX Cette étude-ci 
HWY2939 BY4741 slx4∆::kanMX dot1Δ::URA3MX mms2Δ::HIS3MX Cette étude-ci 
ASY3651 BY4741 pph3Δ::KanMX rad18Δ::HIS3MX rad9Δ::URA3MX Cette étude-ci 
ASY3654 BY4741 pph3Δ::KanMX mms2Δ::HPHMX rad9Δ::URA3MX Cette étude-ci 
#28 
(Annexe) 
ECS1921 FF18733 RAD52-L264P (237) 
ECS1982 FF18733 RAD52-L264P srs2Δ::LEU2MX (237) 
ECS2343 FF18733RAD52-SMT3::NATMX (237) 
ECS2333 FF18733 RAD52-SMT3::NATMX srs2Δ::LEU2MX (237) 
ERY4391 W303 srs2Δ::URA3MX Cette étude-ci 
HY1728 




W303 ade2-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 ura3-1 can1-100 




W303 ade2-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 ura3-1 can1-100 




W303 ade2-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 ura3 can1-100 
RAD5 mms4Δ::HPHMX4 srs2Δ::URA3MX 
Cette étude-ci 
ERY4423 
W303 ade2-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 ura3-1 can1-100 




W303 ade2-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 ura3-1 can1-100 








Résultats publiés (Simoneau A. et al, Nucleic Acid Research 
Journal 2016) (318) 
La première partie de cette section englobe des résultats obtenus dans le cadre du projet 
auquel j’ai collaboré lors de ma première année de maîtrise, et qui a mené en janvier 2016 à 
une publication dans le Nucleic Acid Research en tant que second auteur. La plupart des 
figures tirées du papier qui suivent résultent majoritairement de ma contribution. Toutefois, 
dans le but d’améliorer le fil conducteur de cette section dans la présentation des résultats, 
certaines d’entre elles ont été réalisées par des collaborateurs au projet et membres du 
laboratoire : Antoine Simoneau (premier auteur), Dr Ian Hammond-Martel (collaborateur) et 
Dr Hugo Wurtele (superviseur et auteur de correspondance). Leur contribution sera créditée à 
chaque figure concernée. Certains résultats inclus dans l’annexe (partie résultats publiés) 
compléteront l’information au besoin. 
L’hyperacétylation de H3K56 entraîne une forte activation de la voie de 
réponse aux dommages à l’ADN 
 Le nicotinamide (NAM) permet d’inhiber la croissance de certains pathogènes 
fongiques, dont la famille C. albicans, et ces phénotypes seraient reliés à l’hyperacétylation de 
H3K56 (90). Nous avons investigué les conséquences d’une inhibition des sirtuines par le 
NAM à l’aide de la levure modèle S. cerevisiae. L’utilisation d’une concentration de 20, 50 ou 
100 mM de NAM dans des cellules de type sauvage augmente les niveaux de H3K56ac après 
8h de traitement (figure 8A). Ce résultat était attendu, car le NAM inhibe les sirtuines Hst3 et 
Hst4 et empêche la déacétylation de ce résidu (80). Les essais kinases in situ qui ont été 
réalisés en parallèle indiquent une augmentation du niveau d’autophosphorylation de la kinase 
Rad53 (187), ce qui suggère une forte activation de la voie de réponse aux dommages à 
l’ADN (RDA) (figure 8A). Bien qu’elle augmente en présence de 20 et 50 mM de NAM, 
l’activation de Rad53 est plus faible à 100 mM NAM, ce qui suggère que l’induction de hautes 
concentrations en NAM influence la croissance en modulant non seulement la réponse aux 
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dommages à l’ADN, mais probablement aussi d’autres fonctions cellulaires. La présence de 
dommages à l’ADN peut entraîner une augmentation de foyers de réparation intranucléaires 
(228). En effet, il a été observé par microscopie que l’ajout de 20 mM NAM cause 
l’augmentation du nombre de foyers Rad52-YFP et Rfa1-YFP (figure 8B), qui sont tous deux 
des marqueurs de la RDA et de la réparation de l’ADN (228). Ces résultats suggèrent que le 
NAM pourrait causer des lésions à l’ADN ou empêcher la réparation efficace de dommages 
spontanés, pouvant mener à une forte activation de la voie de réponse aux dommages à 
l’ADN. 
 
Figure 8 L’inhibition des sirtuines par le NAM cause des dommages à l’ADN qui dépend 
de l’hyperacétylation de H3K56. A) Le NAM augmente le niveau d’activation de la kinase 
Rad53. Les cellules ont été traitées avec soit 20, 50 ou 100 mM NAM pendant 8 heures et 
collectées aux temps respectifs pour le Western Blot ainsi que l’essai kinase in situ. B) Le 
NAM augmente la fréquence de cellules présentant des foyers de réparation Rad52 et Rfa1. 
Les cellules ont été traitées avec 20 mM NAM pendant 5 générations de dédoublement, puis 
observées par microscopie à fluorescence. C) Les défauts de croissance cellulaire en NAM 
dépendent de l’hyperacétylation de H3K56. Les temps de dédoublement ont été mesurés en 
milieu YPD ± 20 mM NAM. Les valeurs représentent les ratios, en minutes, du dédoublement 
en NAM sur les cellules non traitées. D) L’absence de Rtt109 diminue le niveau d’activation 
de Rad53. Les cellules ont été traitées avec 20 mM NAM puis collectées comme en A). 
Collaboration : Hugo Wurtele (figures A et D) 
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 Plusieurs résultats démontrent que la plupart des phénotypes observés lors d’inhibition 
des sirtuines Hst3 et Hst4 sont dépendants de l’hyperacétylation de H3K56, car l’absence de 
l’acétyltransférase Rtt109 renverse ces phénotypes (80,90,109). L’étude du temps de 
dédoublement et les essais kinases in situ (figure 8C-D) indiquent que la délétion du gène 
RTT109 permet de restaurer le niveau de croissance cellulaire et diminuer l’activation de la 
kinase Rad53 en présence de 20 mM NAM, respectivement. Cela suggère que la majorité des 
effets cytotoxiques observés au NAM serait reliée à l’hyperacétylation de H3K56 due à 
l’inhibition de Hst3 et Hst4. 
Identification de liens génétiques entre H3K56ac et la réponse cellulaire à 
l’inhibition de l’activité des sirtuines 
 Pour vérifier la base moléculaire de l’effet anti-prolifératif du nicotinamide, nous nous 
sommes intéressés aux interactions génétiques reliées à H3K56ac pouvant être influencées par 
cet inhibiteur pharmacologique. Nous avons utilisé les résultats d’un crible chimiogénétique 
qui ont permis l’identification de gènes dont la mutation pourrait influencer le niveau de 
croissance cellulaire en présence de NAM. Ce crible fut réalisé en collaboration avec les Drs 
Corey Nislow et Guri Giaever, chercheurs à l’University of British Columbia et collaborateurs 
externes au projet (318). Sommairement, nous avons utilisé une collection de mutants 
homozygotes de gènes non essentiels de levures diploïdes possédant une séquence code-barre, 
pour procéder à l’amplification par PCR et à l’identification des mutants par hybridation d’une 
micropuce à l’ADN (voir la section matériel et méthodes) (309,312). Ces souches 
homozygotes ont été traitées en présence et en absence de 20 mM NAM pour 5 et 20 
générations de dédoublement. L’ADN génomique fut extrait des souches traitées et non 
traitées, puis leurs séquences code-barres ont été amplifiées par PCR et hybridées par une 
micropuce à l’ADN dans le but d’évaluer l’abondance de chaque code-barre suite aux 
traitements. Les Z-Scores ont été obtenus par comparaison des échantillons traités aux non 
traités, et ceux se situant au-dessus ou en dessous de 2,58 (pourcentage cumulatif de 99%) ont 
été considérés pour l’analyse. Les graphiques suivants indiquent que la plupart des mutations 
modulant la croissance en NAM confèrent des défauts de croissance après 5 (84 sensibles 
contre 12 résistants) et 20 (467 sensibles contre 342 résistants) générations en présence de 20 
mM NAM (figure 9A) (318). L’analyse des GO terms démontre que la majorité de ces 
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mutations de gènes présentant une sensibilité au NAM à 5 générations agissent dans les voies 
de réponse aux dommages à l’ADN et au stress réplicatif (figure 9B). C’est également le cas 
pour 20 générations, mais des mutations de gènes inclus dans d’autres processus cellulaires, 
dont le catabolisme, ont été définies après traitement à long terme (318). Nous avons donc 
opté pour l’analyse des résultats obtenus à 5 générations plutôt que ceux à 20 générations, 
comme le nombre de gènes identifiés était plus modeste. 
 
Figure 9 Résumé du crible chimiogénétique réalisé en NAM. A) La collection de mutants 
diploïdes a été mise en croissance avec 20 mM NAM pendant 5 et 20 générations. Les 
graphiques représentent le Z-Score de chaque valeur, soit un ratio traité vs non traité. Les 
valeurs positives représentent un défaut de croissance; les négatives ou nulles représentent une 
amélioration de la croissance ou aucun effet. Le ratio du Z-score est de ± 2,58, ce qui est 
considéré significatif dans l’analyse des données (150 gènes identifiés à 5 générations). Les 
mutants hautement sensibles qui ont été identifiés par amplification de leur séquence code-
barre sont indiqués. B) Ce tableau présente les résultats prédominants d’ontologie des gènes 
(GO terms) à 5 générations, considéré selon leur P-value. Collaboration : Corey Nislow et 
Guri Giaever (University of British Columbia) 
 47 
 
 Les résultats du crible suggèrent une corrélation significative entre la voie de réponse 
aux dommages à l’ADN et la structure de la chromatine, qui doit être régulée de manière 
efficace de sorte à préserver le niveau de croissance chez la levure S. cerevisiae. Il demeure à 
savoir la base moléculaire de ce niveau d’activation ainsi que le type de réparation à l’ADN 
requis pour la croissance lors d’inhibition des sirtuines par le NAM. 
Catégories de gènes dont la mutation influence la prolifération cellulaire en 
absence d’activité des sirtuines 
 Le crible chimiogénétique a identifié plusieurs gènes dont la mutation influençait la 
croissance cellulaire en présence de NAM. Pour vérifier la contribution de chaque sirtuine 
dans ces phénomènes causés par ce pan-inhibiteur, nous avons démontré qu’un nombre 
significatif des interactions génétiques identifiées sont semblables à des interactions 
génétiques négatives publiées impliquant HST3 et HST4, mais non les gènes des autres 
sirtuines HST1, HST2 et SIR2 (315,318). Plusieurs mutations observées confèrent une forte 
sensibilité au NAM après 5 et 20 générations (84 et 467, respectivement), dont certains sont 
inclus dans la RDA. Celles-ci se retrouvent dans plusieurs catégories, soit pour la résolution de 
structures d’ADN (SLX4, SGS1, SRS2), dans la recombinaison homologue (RAD52, MRE11), 
ou dans la modulation du point de contrôle en phase S (PPH3, PSY2, MRC1). D’autres 
mutations, dont celles qui font partie de la voie cellulaire de H3K56ac (RTT101, RTT107, 
MMS1, MMS22), possèdent une meilleure croissance après 5 ou 20 générations en NAM (12 
et 342, respectivement) (318). 
 Dans le but de comprendre la base moléculaire d’une activation potentielle de la RDA 
en absence d’activité des sirtuines, nous nous sommes penchés dans le cadre de ce projet sur 
deux mutations de gènes conservés dans l’évolution et causant une forte sensibilité après 
traitement à 20 mM NAM dans le crible chimiogénétique (figure 9A). Il s’agit des mutants de 
SLX4 (Z-scores de 25 et 48, respectivement) et PPH3 (Z-scores de 16 et 33, respectivement), 
codant tous deux pour des protéines impliquées dans l’atténuation de la réponse aux 
dommages à l’ADN. Nous avons d’abord vérifié si ces mutants présentaient une forte 
induction des voies des réponses aux dommages à l’ADN en présence de NAM, et si ces 
phénotypes dépendaient de l’hyperacétylation de H3K56. 
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La protéine d’échafaudage Slx4 est importante pour la croissance cellulaire 
en présence d’hyperacétylation de H3K56 
 Slx4 est une protéine d’échafaudage qui forme des complexes avec plusieurs facteurs 
impliqués dans la résolution des voies de réponses aux dommages à l’ADN (206). Le crible 
chimiogénétique illustre que la délétion diploïde du gène SLX4 cause une sensibilité au NAM 
(figure 9A). La délétion de ce gène dans une levure haploïde entraîne aussi un défaut de 
croissance cellulaire à de faibles concentrations en NAM, comparativement à une cellule de 
type sauvage qui parvient à croître à de hautes concentrations en NAM (figure 10A). Par 
cytométrie, nous avons observé que le mutant slx4 ne peut compléter le cycle cellulaire et 
demeure bloqué en phase S, d’où la présence d’un seul pic qui représente la duplication de la 
quantité d’ADN (figure 10C). Pour évaluer si le défaut de croissance du mutant slx4 
dépendait de l’hyperacétylation de H3K56, un test de croissance a été effectué dans un double 
mutant hst3 hst4, qui présente une hyperacétylation de H3K56. Brièvement, ce double 
mutant arbore un plasmide qui exprime HST3 (pHST3-URA3). Le milieu 5FoA permet la 
sélection des mutants ayant spontanément perdu le plasmide, car la conversion de l’acide lors 
d’expression du gène URA3 est toxique pour la cellule (109). La mutation du gène de SLX4 
dans ce cadre génétique induit une létalité synthétique sur milieu 5FoA (figure 10B) puisque le 
triple mutant ne peut perdre le plasmide HST3 et demeurer viable, ce qui avait été rapporté 
auparavant (109). La délétion du gène de l’acétyltransférase RTT109 restaure la croissance du 
mutant slx4 à concentrations élevées en NAM (figure 10A) et sa progression dans le cycle 
cellulaire (figure 10C). Ces résultats suggèrent que la protéine Slx4 est importante pour la 
prolifération cellulaire en présence d’hyperacétylation de H3K56 induite par l’absence 




Figure 10 Le mutant slx4 est sensible à l’hyperacétylation de H3K56 induite par le 
NAM. A) slx4 présente des défauts de croissance en présence d’hyperacétylation de H3K56. 
Les cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en 
NAM et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport 
au non traité. B) slx4 cause une létalité synthétique avec l’absence de Hst3 et Hst4, et 
rtt107 renverse ce phénotype. Les cellules ont été diluées en série, puis répliquées sur la 
plaque correspondante et incubées à 25°C. C) slx4 bloque durant la phase S du cycle 
cellulaire de manière dépendante de H3K56ac. Des cellules en croissance exponentielle ont 
été traitées à 20 mM NAM pendant 8 heures, puis collectées pour l’analyse par cytométrie en 
flux. Collaboration : Antoine Simoneau (figure B) 
 Pour connaître la voie de régulation pouvant affecter le mutant slx4 en présence de 
NAM, nous avons évalué les liens entre la protéine Slx4 et la voie de H3K56ac. Slx4 interagit 
avec plusieurs protéines, incluant Rtt107 (199,204,206), Dbp11 (206), le complexe Mus81-
Mms4 (201), Slx1 (246) ou Rad1-Rad10 (200). Son interaction avec Rtt107 est impliquée 
dans la réparation de l’ADN par formation d’un complexe avec Slx4 à la chromatine (206). La 
délétion du gène de RTT107 restaure la croissance du mutant slx4 dans un double mutant 
hst3 hst4 (figure 10B) et en présence de NAM par un test de croissance (figure 11A), alors 
que le mutant rtt107 parvient à croître de manière analogue au type sauvage (figures 10B et 
11A). Comme l’absence de cette protéine d’échafaudage renverse les phénotypes de slx4 en 
NAM, un modèle à envisager était que Rtt107 pouvait induire des dommages à l’ADN de 
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manière dépendante de H3K56ac, et la présence de Slx4 serait requise pour leur résolution. 
Nous avions donc émis l’hypothèse que le mutant rtt107 devait présenter moins de 
dommages à l’ADN en réponse au NAM en l’absence d’un complexe Slx4-Rtt107 à la 
chromatine. En effet, nous avons observé par microscopie que ce mutant présente une 
diminution significative de la fréquence de foyers Rad52-YFP comparativement au type 
sauvage, et que cette diminution était semblable à celle d’un mutant rtt109 (figure 11B). 
Rtt107 interagit à la chromatine avec le complexe E3 Ub-ligase Rtt101-Mms1-Mms22 
(97,99), et cette interaction n’est pas impliquée dans l’acétylation de H3K56 (100). Une 
diminution de la fréquence de foyers Rad52-YFP fut observée dans un mutant rtt101 
comparativement au type sauvage (figure 11B), ce qui suggère que Rtt107 et Rtt101 seraient 
impliqués dans la formation de lésions à l’ADN reliées à la chromatine en réponse à 
l’acétylation constitutive de H3K56, ce qui requerrait les activités de Slx4 pour leur résolution. 
 
Figure 11 La sensibilité du mutant slx4 en NAM requiert une contribution de H3K56ac, 
Rtt101 et Rtt107, et non celle de la voie de résolution des jonctions d’Holliday. A) La 
mutation des gènes RTT101 et RTT107 ne présentent pas de défauts de croissance en NAM. 
Les cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en 
NAM et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport 
au non traité. B) La délétion de ces gènes, ainsi que celle de RTT109, diminuent le niveau 
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d’induction de dommages spontanés à l’ADN. Les cellules ont été traitées pendant 8 heures à 
20 mM NAM et des échantillons pour la microscopie à fluorescence ont été recueillis au 
temps 0 et après traitement. Le graphique représente le ratio de Rad52-YFP sur le non traité. 
C) Les mutations de gènes d’endonucléases interagissant avec Slx4 ne sont pas influencées par 
le NAM. Les cellules ont été traitées comme en A). Collaboration : Antoine Simoneau (figure 
C) 
 Nous avons vérifié quelles fonctions de Slx4 pouvaient influencer la prolifération 
cellulaire en réponse aux dommages à l’ADN induits par l’hyperacétylation de H3K56. Slx4 
forme des complexes endonucléases avec Mus81-Mms4, Rad1-Rad10 et Slx1 en réponse aux 
dommages à l’ADN, ce qui permet la résolution des jonctions d’Holliday pour la réparation de 
l’ADN (246,248,319). Il fut observé par un test de croissance que la délétion des gènes 
impliqués dans ces voies de réparation cause peu de sensibilité en NAM, contrairement au 
défaut de croissance du mutant slx4 (figure 11C). Ceci suggère que la perte de ces fonctions 
n’a aucune influence sur la sensibilité de la cellule en l’absence de Slx4, et que d’autres 
fonctions de cette protéine seraient influencées lors d’inhibition des sirtuines. Nous ne 
pouvons toutefois pas exclure la possibilité qu’une inhibition simultanée de ces voies de 
résolution puisse affecter les phénotypes du mutant slx4 en présence de NAM. Il est connu 
que le complexe Slx4-Rtt107 permet l’atténuation de la RDA par concurrence avec la protéine 
adaptatrice Rad9 pour la liaison à H2A, ce qui limite l’activation de la kinase Rad53 
(48,199). Comme le crible a identifié des éléments du complexe phosphatase PP4 en tant que 
régulateurs de la sensibilité en NAM (figure 9A), nous nous sommes intéressés à la réponse 
cellulaire de ces mutants. 
La protéine phosphatase Pph3 permet l’atténuation de la réponse aux 
dommages à l’ADN en réponse à l’hyperacétylation de H3K56 
 Le complexe phosphatase PP4 de la levure comporte trois sous-unités, soit Pph3, Psy2 
et Psy4 (210,320). Ce complexe déphosphoryle la kinase Rad53 ainsi que l’histone H2A, étant 
toutes deux cibles de la kinase Mec1, ce qui atténue cette voie de signalisation (198,211,321). 
Le crible chimiogénétique indique que les délétions des gènes PPH3 et PSY2 confèrent une 
sensibilité au NAM à 5 et 20 générations chez les levures diploïdes (figure 9A). Les mutants 
haploïdes pph3 et psy2, mais non psy4, présentent un défaut de croissance à faibles 
concentrations en NAM (figure 12A). Par cytométrie, il a été observé que le mutant pph3 ne 
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parvient pas à compléter le cycle cellulaire et demeure bloqué en phase S en présence de NAM 
(figure 12C). Pour évaluer si ce défaut de croissance dépendait de l’hyperacétylation de 
H3K56, un test de croissance dans un double mutant hst3 hst4 a été réalisé, et la mutation 
du gène PPH3 dans ce cadre génétique induit une létalité synthétique (figure 12B). La délétion 
du gène de l’acétyltransférase RTT109 restaure le niveau de croissance du mutant pph3 à 
concentrations élevées en NAM (figure 12A) et sa progression dans le cycle cellulaire (figure 
12C). Dans l’ensemble, ces résultats suggèrent que l’un des phénotypes observés dans les 
mutants slx4 et pph3 en réponse à l’hyperacétylation de H3K56 est une forte activation de 
la voie de signalisation de la kinase Rad53, ce qui concorde avec des résultats publiés pour un 
double mutant hst3 hst4 (60). Notons que la sous-unité Psy4 est impliquée dans la 
déphosphorylation de H2A et non celle de Rad53 (198), ce qui explique la croissance du 
mutant psy4 observée en présence de NAM (figure 12A). 
 
Figure 12 Le mutant pph3 est sensible à l’hyperacétylation de H3K56 induite par le 
NAM. A) pph3 et psy2 présentent des défauts de croissance en présence d’hyperacétylation 
de H3K56. Les cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes 
concentrations en NAM et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont 
normalisées par rapport au non traité. B) pph3 cause une létalité synthétique avec l’absence 
de Hst3 et Hst4. Les cellules ont été diluées en série, puis répliquées sur la plaque 
correspondante et incubées à 25°C. C) pph3 bloque durant la phase S du cycle cellulaire de 
manière dépendante de H3K56ac. Des cellules en croissance exponentielle ont été traitées à 20 
mM NAM pendant 8 heures, puis collectées pour l’analyse par cytométrie en flux. 
Collaboration : Antoine Simoneau (figure A) 
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Réduire le niveau d’activation de la kinase Rad53 restaure la croissance des 
mutants slx4 et pph3 lors d’hyperacétylation de H3K56 
 Les gènes SLX4 et PPH3 codent pour des protéines servant à atténuer la voie de 
signalisation de Rad53 (198,199). Il est possible que l’absence de ces atténuateurs entraîne une 
hyperphosphorylation de la kinase Rad53, qui a la capacité de s’autophosphoryler lorsqu’elle 
est pleinement activée (187). Par essais kinase in situ, il fut observé que le niveau d’activation 
de Rad53 est augmenté de manière significative dans les mutants slx4 et pph3 après 3-4 
générations du type sauvage en réponse au NAM (figure 13A). Par contre, le NAM 
n’augmente pas la fréquence de foyers Rad52-YFP dans les mutants slx4 et pph3 
comparativement au type sauvage (figure 13B), ce qui suggère que ces mutants ne présentent 
pas plus de lésions d’ADN en réponse au NAM, mais activent anormalement Rad53. 
 
Figure 13 Les mutants slx4 et pph3 présentent une hyperactivation de la kinase Rad53 
en présence de NAM. A) Rad53 est fortement activé en absence d’atténuateurs de la voie de 
signalisation. Les cellules ont été traitées pendant 5 générations de dédoublement 
(correspondant à celle du type sauvage) à 20 mM NAM. Les échantillons ont été collectés aux 
temps respectifs pour un essai kinase in situ. B) slx4 et pph3 ne présentent pas de lésions 
supplémentaires à l’ADN par leur quantité de foyers Rad52. Comme en A), les cellules ont été 
traitées pendant 5 générations de dédoublement à 20 mM NAM, puis collectées aux temps 
correspondants pour procéder à la microscopie à fluorescence. 
 Ces résultats suggèrent qu’il y a une forte activation de la voie de réponse aux 
dommages à l’ADN par la kinase Rad53 dans ces conditions (figures 8 et 13). Il demeure à 
savoir si cette activation est la cause de la létalité de ces mutants en réponse au NAM. Nous 
avons émis l’hypothèse que la suppression de l’un des éléments impliqués dans la voie 
d’activation de Rad53 pourrait renverser le phénotype observé des mutants slx4 et pph3 en 
absence d’activité des sirtuines. Il a été démontré que l’activation de Rad53 dans un double 
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mutant hst3 hst4 dépendait de la protéine adaptatrice Rad9, qui médie sa phosphorylation 
de façon dépendante à Mec1 (60,109,180). La mutation du gène de RAD9 restaure les niveaux 
de croissance des mutants slx4 et pph3 en présence de NAM de manière semblable au type 
sauvage (figure 14A), et atténue le niveau d’autophosphorylation de Rad53 (figure 14B). De 
plus, la mutation rad9 restaure la progression dans le cycle cellulaire des mutants slx4 et 
pph3 exposés au NAM (figure 14C). 
 
Figure 14 La délétion de RAD9 diminue l’activation de la kinase Rad53 et renverse les 
phénotypes de slx4 et pph3 en absence d’activité des sirtuines. A) rad9 permet de 
restaurer la croissance de ces mutants en NAM. Les cellules ont été mises en croissance sur 
plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM et la densité optique a été lue après 48 
heures Les valeurs sont normalisées par rapport au non traité. B) rad9 permet d’atténuer le 
signal de la kinase Rad53 dans ces mutants. Les cellules ont été traitées à 20 mM NAM 
pendant 8 heures. Les échantillons ont été collectés pour un essai kinase in situ. C) Le mutant 
rad9 redémarre la progression du cycle cellulaire de ces mutants. Des cellules en croissance 
exponentielle ont été traitées à 20 mM NAM pendant 8 heures, puis collectées pour l’analyse 
par cytométrie en flux. 
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 La protéine Rad9 se lie à la chromatine endommagée sur deux sites : la 
phosphorylation de la sérine 128 de l’histone H2A (H2A) (171) et la triméthylation de la 
lysine 79 de l’histone H3 (H3K79me3) (181). Comme Rad9 peut se lier à H2A par son 
domaine BRCT, nous avons vérifié si l’inhibition de cette modification diminuait l’activation 
de Rad53 en utilisant une souche où la sérine 128 est mutée par une alanine (H2A-S128A), 
donc non phosphorylable. La mutation de ce résidu restaure la croissance des mutants slx4 et 
pph3 à hautes concentrations de NAM, de manière semblable au type sauvage (figure 15A). 
La méthyltransférase Dot1 est responsable pour H3K79me3, et Rad9 s’y lie par son domaine 
Tudor (45). Nous voulions vérifier si cette modification pouvait contribuer à l’hyperactivation 
de la RDA en mutant le gène de DOT1, ce qui abolit H3K79me3. Comme pour H2A-S128A, le 
mutant dot1 restaure la croissance des mutants slx4 et pph3, quoique partiellement dans le 
dernier cas (figure 15B). Puisque la sous-unité Pph3 est recrutée à H2A pour sa 
déphosphorylation (211), cela pourrait expliquer la restauration partielle du double mutant 
pph3 dot1 comparativement à pph3 H2A-S128A. En somme, ces résultats suggèrent qu’en 
réponse à l’hyperacétylation de H3K56, les mutants slx4 et pph3 présentent une activation 
persistante de la kinase Rad53 de manière dépendante à Rad9, ce qui cause des défauts de 
croissance cellulaire. 
 
Figure 15 Empêcher la phosphorylation de H2A ou la triméthylation de H3K79 restaure 
la croissance de slx4 et pph3 en présence de NAM. A) La mutation du site de 
phosphorylation de H2A en alanine renverse les phénotypes de ces mutants en NAM. Les 
cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM 
et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport au non 
traité. B) La mutation du gène de la méthyltransférase DOT1 renverse également les 
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phénotypes observés, mais à moins grande efficacité. Les cellules ont été traitées comme en 
A). 
L’hyperactivation de la voie de réponse aux dommages à l’ADN affecte la 
complétion de la réplication de l’ADN des mutants slx4 et pph3 
 Nous voulions savoir si l’hyperactivation de la kinase Rad53 pouvait se traduire par 
une incapacité des mutants slx4 et pph3 à compléter la réplication de l’ADN. L’un des rôles 
de Rad53 est d’arrêter le cycle cellulaire en retardant la réplication de l’ADN par l’inhibition 
des origines tardives (189). Rad53 phosphoryle les protéines Dbf4 et Sld3, ce qui empêche 
l’initiation de la réplication aux origines tardives (188). Nous voulions observer si cette 
inhibition pouvait contribuer à la sensibilité de slx4 et pph3 en réponse au NAM. Nous 
avons utilisé une souche de levure W303 où les sites de phosphorylation de Dbf4 et Sld3 sont 
mutés en alanines (dbf4-4A sld3-A), ce qui les rend non phosphorylables. Ceci n’empêche pas 
l’activation de Rad53, mais évite l’inhibition des fourches tardives en présence de dommages 
à l’ADN (188). La mutation dbf4-4A sld3-A restaure partiellement le niveau de croissance des 
mutants slx4 et pph3 en concentrations croissantes en NAM (figure 16A), et l’activation 
des origines tardives prévient l’accumulation en phase S des mutants en permettant de 
redémarrer partiellement leur progression dans le cycle cellulaire (voir la description de la 
figure pour le choix des concentrations utilisées en NAM) (figure 16B). Ces mutants slx4 et 
pph3 s’accumulent moins en phase S que ceux observés précédemment (figures 10C, 12C et 
14C), car ces résultats-ci sont présentés dans des souches W3033. Pour une raison inconnue, il 
semble que les souches de type BY s’accumulent en début de phase S, alors que celles W303 
bloquent en fin S/début G2. Néanmoins, ces données suggèrent que l’hyperactivation de la 
kinase Rad53 dans les mutants slx4 et pph3 entraîne l’inhibition des protéines Dbf4 et Sld3 
en réponse à l’hyperacétylation de H3K56, ce qui contribue aux défauts de progression dans le 
cycle cellulaire. 
                                                 
3 Comme le mutant dbf4-4A sld3-A provenant de la collection du Dr John Diffley est de type W303, l’expérience 




Figure 16 L’inhibition des origines tardives dépendante de Rad53 contribue aux défauts 
de croissance des mutants slx4 et pph3 en NAM. A) La mutation des sites de 
phosphorylation de Dbf4 et Sld3 restaure partiellement la croissance de ces mutants. Les 
cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM 
et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport au non 
traité. B) L’inhibition des origines tardives contribue au défaut de réplication des mutants. Des 
cellules en croissance exponentielle ont été traitées avec 15 mM NAM (dans le cas de pph3) 
ou 30 mM NAM (dans le cas de slx4) pendant 12 heures. Le choix de la concentration de 
NAM à utiliser correspond aux valeurs inhibitrices minimales observées en A). Les cellules 
ont été collectées pour l’analyse par cytométrie en flux. 
La polymérisation de translésion (TLS) permet de compléter la réplication 
de l’ADN des mutants slx4 et pph3 en présence de stress réplicatif 
Nous voulions investiguer si d’autres mécanismes influencés par l’activation de Rad53 
pouvaient contribuer aux défauts de complétion de la réplication dans les mutants slx4 et 
pph3. Lors de dommages à l’ADN, Rad53 inhibe la voie de tolérance mutagénique par 
polymérisation de translésion (TLS) en réponse au méthanesulfonate de méthyle (MMS), par 
des mécanismes mal compris. En effet, des mutations venant abolir l’activation de la kinase 
Rad53, comme dot1, restaurent l’activation du TLS en présence de MMS (183,283). Comme 
il a été démontré que la sensibilité du double mutant hst3 hst4 serait d’une part causée par 
l’inhibition de la polymérase-ζ, nous voulions vérifier si l’inhibition du TLS pouvait 
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contribuer aux défauts de réplication dans nos mutants en réponse au NAM (60,280,322). 
Puisque cette partie a été entièrement réalisée par les autres membres du projet, les résultats de 
cette sous-section ont été inclus en annexe (figure 26). Sommairement, il fut observé que la 
mutation de la lysine 164 de PCNA par une arginine et la mutation du gène de RAD18 
sensibilise les mutants slx4 et pph3 à de faibles concentrations en NAM, même lors 
d’atténuation de la kinase Rad53. Ceci suggère que le TLS peut être une voie de tolérance 
requise pour la réponse cellulaire en NAM lors d’hyperactivation de la kinase Rad53. 
Toutefois, la délétion du gène de REV3 n’influence pas le phénotype des mutants en présence 
de NAM, même en absence de Dot1. Donc, si le TLS était sollicité en cas d’hyperacétylation 
de H3K56, il pourrait y avoir l’implication d’une autre polymérase de translésion pour 
promouvoir cette voie de tolérance aux dommages à l’ADN (TDA). Pour approfondir le rôle 
du TLS dans les mutants slx4 et pph3, nous avons utilisé le MMS dans les expériences 
suivantes, car il est connu que les 3-méthyleadénines produites par cet agent génotoxique sont 
traitées en majeure partie par Polζ (283). 
 Rev3 est la sous-unité catalytique de la polymérase-ζ permettant d’initier le TLS. Elle 
est connue pour médier la réponse mutagénique d’un mutant slx4 en présence de MMS 
(200). Pour vérifier si cette voie de tolérance dirigée par Polζ peut contribuer à la réplication 
de l’ADN des mutants slx4 et pph3, nous avons procédé à des tests de croissance sur milieu 
YPD en présence ou non de MMS. La délétion de DOT1 restaure le niveau de croissance de 
ces mutants, et la délétion de REV3 les sensibilise de nouveau, ce qui suggère que l’effet 
d’atténuation de la RDA permet le TLS (figure 17A-B). Les mutations slx4 ou pph3 
combinées avec la mutation de REV3 confèrent une forte sensibilité au MMS, et dot1 
renverse partiellement ces phénotypes (figure 17A-B). Cela indique que la viabilité de slx4 
ou pph3 par la délétion de DOT1 nécessite les activités de Polζ en présence de MMS. Ces 
mutants, de manière analogue au phénotype observé en NAM, bloquent en phase S du cycle 
cellulaire en réponse au MMS (196,200). Pour vérifier si l’inhibition du TLS par la kinase 
Rad53 contribue à ces phénotypes, nous avons synchronisé des cellules en G1 par utilisation 
de la phéromone facteur-, puis nous les avons relâchées en phase S dans un milieu contenant 
0,03% de MMS. Les résultats de cytométrie, après 8h de relâchement, démontrent une 
accumulation en phase S des mutants slx4 ou pph3, ce qui était attendu (figure 17C). La 
 59 
 
délétion de DOT1 permet de restaurer leur progression dans le cycle cellulaire de manière 
semblable au type sauvage, soit par un retour en phase G1 et S entre 4 et 6h de relâchement en 
MMS (figure 17C). Cependant, la délétion de REV3 n’affecte pas les défauts de progression 
des mutants slx4 ou pph3, mais empêche le retour en G1 des mutants dot1, pph3 dot1 
et slx4 dot1 par un blocage en phase G2/M (figure 17C). 
 
Figure 17 La polymérisation de translésion permet la complétion du cycle cellulaire, 
mais non la progression de la réplication de l’ADN. A) et B) La mutation du gène REV3 
affecte la croissance des mutations slx4 et pph3 dans un génotype dot1 en réponse au 
MMS. Les cellules ont été diluées en série, puis répliquées sur les plaques en concentration de 
MMS correspondantes et incubées à 30°C. C) L’absence de la sous-unité catalytique de Pol-ζ, 
Rev3, influence la progression du cycle cellulaire même en absence de DOT1. Les cellules ont 
été synchronisées en G1 avec le facteur-, puis relâchées en phase S dans un milieu YPD 
contenant 0,03% MMS pendant 8 heures. Les cellules ont été collectées aux temps respectifs 
puis analysées par cytométrie en flux. Contenu en ADN : 1n (phase G1), 2n (phase G2). 
Collaboration : Antoine Simoneau (figure A et B) 
 Ces résultats suggèrent que l’absence de la méthyltransférase Dot1 permet d’atténuer 
Rad53 en présence de MMS, ce qui entraîne la complétion de la réplication de l’ADN par le 
TLS de manière dépendante à Polζ (283). Rev3 pourrait enclencher cette voie de tolérance 
principalement en fin S/début G2/M et non directement en phase S, donc ces évènements ne 
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seraient pas couplés à la réplication de l’ADN (277). En somme, l’inhibition du TLS par 
Rad53 contribue en partie aux défauts de croissance des mutants slx4 et pph3 lors de stress 
réplicatif, sans toutefois influencer leur progression en phase S. 
Résultats non-publiés 
La deuxième partie de cette section comprend des résultats préliminaires provenant 
d’un projet entamé au cours de ma deuxième année de maîtrise. Globalement, ce projet est en 
continuité avec le crible chimiogénétique présenté en première partie. Certains résultats inclus 
dans l’annexe appuient l’information au besoin. 
L’hélicase Srs2 est essentielle à la croissance cellulaire lors d’inhibition des 
sirtuines, de manière dépendante et indépendante de l’état de la chromatine 
 Nous sommes retournés au crible chimiogénétique dans le but d’investiguer d’autres 
voies cellulaires influencées par le NAM (figure 9). Autres que l’activation de la réponse aux 
dommages à l’ADN, différents processus sont altérés en réponse à l’inhibition des sirtuines 
dont la réponse au stress réplicatif et la recombinaison de l’ADN (figure 9B). Dans la même 
optique, nous voulions examiner la base moléculaire des défauts de recombinaison à l’ADN 
observés dans les mutants de H3K56ac en nous penchant sur des gènes impliqués dans ces 
voies de réparation. Nous nous sommes intéressés à un mutant de gène fonctionnellement 
conservé dans l’évolution et validé dans le «fitness assay» comme sensible à 20 mM NAM, 
soit le mutant srs2 (Z-scores de 7 et 4, respectivement) (figure 18). Ce gène code pour une 
anti-recombinase qui régule les événements de recombinaison homologue (RH) en 
désassemblant les filaments Rad51 sur l’ADN simple-brin (249,323,324). Nous voulions 
vérifier si ce mutant générait à fréquence anormalement élevée des structures de 
recombinaison d’ADN en présence de NAM, et si ces phénotypes dépendaient de 




Figure 18 Retour sur le crible chimiogénétique. Le NAM influence d’autres réponses 
cellulaires autres que l’activation des voies de réponse aux dommages à l’ADN, comme par 
exemple les niveaux de recombinaison à l’ADN (figure 9B). Le gène identifié ici (SRS2) est 
ressorti comme mutant sensible au NAM à 5 et 20 générations et est indiqué dans les 
graphiques selon son Z-Score (point rouge). 
 La mutation srs2 cause une létalité synthétique lorsque combinée à des mutations 
dans les gènes encodant les sirtuines Hst3 et Hst4 (109). Ce résultat fut confirmé avec un test 
de croissance dans un double mutant hst3 hst4, où l’absence de SRS2 induit une létalité 
synthétique (figure 19A). Pour savoir si cette létalité était causée par un effet combinatoire des 
mutants hst3 et hst4, nous avons effectué un croisement génétique d’un mutant srs2 avec 
hst3 ou hst4 seulement, et aucun des doubles mutants générés ne présente des défauts de 
croissance (figure 19B). Ceci suggère que l’hyperacétylation de H3K56, par l’absence 
combinée de Hst3 et Hst4, cause la létalité synthétique du mutant srs2. Il fut suggéré dans la 
littérature que la létalité de ce triple mutant était indépendante de H3K56ac, car la mutation 
non acétylable H3K56R ne pouvait renverser ce phénotype (109). À l’inverse, nos résultats 
indiquent que la délétion du gène de l’acétyltransférase RTT109 parvient à restaurer la 
croissance de srs2 dans un mutant hst3 hst4, de même qu’un mutant du gène de la 
chaperonne ASF1, impliqué dans l’acétylation de H3K56 (figure 19A) (82). Il est possible que 
d’autres cibles d’Asf1 et Rtt109 puissent contribuer à la létalité synthétique entre hst3 hst4 
et srs2, même si la cible majeure du complexe Asf1-Rtt109 est H3K56ac (82,87). Par un test 
de croissance en NAM, la délétion haploïde de SRS2 présente un défaut de croissance à de 
faibles concentrations (figure 19C-D). De manière contradictoire, les mutations rtt109, asf1 
et la mutation H3K56A (qui empêche l’acétylation à cette position) ne peuvent renverser ce 
phénotype (figure 19C-D). Ces résultats suggèrent que le NAM induit une réponse cellulaire 




Figure 19 Le mutant srs2 est sensible à l’inhibition des sirtuines par le NAM, de 
manière dépendante et indépendante de H3K56ac. A) rtt109 et asf1 restaurent la 
croissance de srs2 dans le double mutant hst3 hst4. Les cellules ont été diluées en série, 
puis répliquées sur la plaque correspondante et incubées à 25°C. B) La létalité du mutant 
srs2 provient de la délétion combinée de HST3 et HST4. Les mutants correspondants ont été 
croisés pour générer un diploïde, puis mis à sporulation pour la formation de tétrades. Les 
cercles blancs représentent les doubles mutants haploïdes. C) Prévenir l’acétylation de H3K56 
n’influence pas les défauts de croissance de srs2 en NAM. Les cellules ont été mises en 
croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM et la densité optique a été 
lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport au non traité. D) Influencer la 
voie d’assemblage des nucléosomes n’affecte pas les défauts de croissance de srs2 en NAM. 
Les cellules ont été traitées comme en C). 
 Comme la délétion de RTT109 restaure la croissance de srs2 en absence de Hst3 et 
Hst4 (figure 19A), nous nous sommes demandés si Srs2 jouait un rôle dans les voies 
cellulaires reliées à H3K56ac, dont l’assemblage des nucléosomes couplé à la réplication de 
l’ADN (58,113). La protéine d’échafaudage Rtt107 est recrutée à la chromatine par le 
complexe Ub-ligase Rtt101-Mms1-Mms22 de manière indépendante de H3K56ac (97,100). 
La délétion du gène de RTT107 ou RTT101 influence peu les phénotypes de srs2 par test de 
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croissance en NAM (figures 19D, 20B). Le complexe Rtt101-Mms1-Mms22 permet 
l’ubiquitination de H3K56ac et l’assemblage des nucléosomes par le transfert des histones à 
CAF-1 et Rtt106 pour leur déposition (98). Les mutants mms1 et mms22 influencent peu les 
défauts de croissance de srs2 en présence de NAM (figure 20B), mais la délétion de MMS22 
restaure marginalement les défauts de srs2 dans le double mutant hst3 hst4 (figure 20A). 
Cette réponse à la fois dépendante et indépendante de H3K56ac du mutant srs2 suggère 
l’implication de sirtuines autres que Hst3 et Hst4 dans les phénotypes observés lors d’un 
traitement au NAM. 
 
Figure 20 Les phénotypes du mutant srs2 en NAM ne sont pas associés à la voie 
d’ubiquitination de l’histone H3. A) La mutation de gènes impliqués dans l’assemblage des 
nucléosomes influence peu les défauts de croissance de srs2 dans le double mutant hst3 
hst4. Les cellules ont été diluées en série, puis répliquées sur la plaque correspondante et 
incubées à 25°C. B) La mutation de ces gènes n’influence pas les phénotypes de srs2 en 
NAM. Les cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations 
en NAM et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par 
rapport au non traité. 
Les défauts de croissance du mutant srs2 en présence de NAM pourraient 
être reliées à l’inhibition de sirtuines autres que Hst3 et Hst4 
Les résultats précédents nous suggèrent que l’inhibition de sirtuines autres que Hst3 et 
Hst4 pourraient causer les phénotypes du mutant srs2 en NAM, indépendamment de 
l’hyperacétylation de H3K56. L’acétylation de la lysine 16 de l’histone H4 (H4K16ac) est une 
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modification abondante de la chromatine qui est médiée par la sous-unité Sas2 du complexe 
SAS-I et retirée par les sirtuines Sir2 et Hst2 (68,69,149). Elle est indirectement impliquée 
dans la voie de H3K56ac, car le mutant non acétylable H4K16R supprime la thermosensibilité 
d’un double mutant hst3 hst4 (60) et améliore la croissance cellulaire en réponse au NAM 
(figure 25, annexe). Contrairement à celle de RTT109, la délétion du gène de 
l’acétyltransférase SAS2 n’influence pas la létalité synthétique du triple mutant hst3 hst4 
srs2 (figure 21A). Cette mutation ainsi que H4K16A (qui empêche l’acétylation à cette 
position) n’ont aucun effet sur les défauts de croissance de srs2 en NAM (figure 21C). 
L’inhibition simultanée de H3K56ac et H4K16ac, représentée par le double mutant H4K16A 
rtt109, ne peut également pas restaurer la croissance du mutant srs2 en NAM (figure 21C). 
Toutefois, il ne faut pas exclure le fait que le mutant H4K16A pourrait ne pas simuler 
efficacement une lysine non acétylée. Ces résultats suggèrent que les phénotypes du mutant 
srs2 puissent être reliés à une combinaison de réponses cellulaires des sirtuines influencées 
par le NAM, qui solliciterait les activités de l’hélicase Srs2. La mutation des gènes des 
sirtuines hst1, hst2 ou sir2 croisées avec celle de srs2 demeurant viables (figure 21B), 
cela nous pousse à investiguer cette possibilité. 
Sir2 possède différents rôles cellulaires passant par la répression génique 
(114,129,325). Comme le mutant rtt109 renverse les phénotypes de srs2 dans un double 
mutant hst3 hst4 mais non ceux en présence de NAM (figure 19A-C), nous avons postulé 
que la délétion du gène de SIR2 (ou son absence d’activité) dans un double mutant srs2 
rtt109 induirait une létalité synthétique. Par croisement génétique, le triple mutant sir2 
srs2 rtt109 ne peut être généré (figure 21D, cercles). Cela suggère que les phénotypes de 
srs2 seraient influencés par l’hyperacétylation de H3K56 en absence de Hst3 et Hst4, mais 
l’inhibition des autres sirtuines (Hst1-2, Sir2) exacerberait ces défauts de manière 




Figure 21 Les phénotypes du mutant srs2 en NAM ne sont pas associés à la voie 
d’acétylation de l’histone H4. A) sas2 n’influence pas la létalité synthétique de srs2 par 
l’absence de Hst3 et Hst4. Les cellules ont été diluées en série, puis répliquées sur la plaque 
correspondante et incubées à 25°C. B) La sensibilité du mutant srs2 en NAM serait due à 
l’inhibition combinée des sirtuines. Les mutations correspondantes ont été croisées pour 
générer un diploïde, puis mises à sporulation pour la formation de tétrades. Les cercles blancs 
représentent les doubles mutants haploïdes. C) Prévenir l’acétylation de H4K16 ou 
simultanément H3K56ac n’influence pas les défauts de croissance de srs2 en NAM. Les 
cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM 
et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport au non 
traité. D) La combinaison des mutants srs2, sir2 et rtt109 présente une létalité 
synthétique. Voir la description en B). Les carrés, triangles et losanges représentent chacun 
des doubles mutants. 
L’activation de la réponse aux dommages à l’ADN est une conséquence et 
non la cause de la sensibilité du mutant srs2 au NAM 
 Comme l’hyperactivation de la kinase Rad53 était l’un des phénotypes majeurs 
observés dans les mutants slx4 et pph3 en réponse au NAM (voir dans la première section), 
nous avons postulé que l’absence de SRS2 pourrait entraîner une activité anormale de Rad53 
lors d’inhibition des sirtuines. Par essai kinase in situ, le niveau d’autophosphorylation de 
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Rad53 augmente dans le mutant srs2 en NAM comparativement au type sauvage (figure 
22A). La délétion des gènes de RAD9 ou DOT1, impliqués dans l’activation de la kinase 
Rad53 (181), diminue son niveau d’activation dans le mutant srs2 (figure 22B). Notons que 
Rad53 demeure légèrement activée dans le simple mutant dot1 (figure 22B). Le double 
mutant srs2 rtt109 présente un niveau d’autophosphorylation de Rad53 comparable au 
simple mutant (figure 22B). Le mutant srs2 bloque également en fin de phase S/début G2 en 
réponse au NAM (figure 22C). Sa progression dans le cycle cellulaire est restaurée en 
l’absence de RAD9, DOT1 et de manière moins efficace, RTT109 (figure 22C). Nous avons 
observé la formation de ponts en anaphase, représentée par une liaison du DAPI entre deux 
cellules bourgeonnantes («DAPI bridges») visualisées par microscopie à fluorescence. Alors 
que le mutant srs2 bloque en pré-anaphase et présente plusieurs ponts en phase mitotique 
(257), l’absence de RAD9 réduit la fréquence de ces structures (figure 22E). En somme, ces 
résultats suggèrent que l’activation de la kinase Rad53 serait l’une des causes de certains 
phénotypes du mutant srs2, ce qui rejoint nos résultats présentés en première partie. 
Nous voulions vérifier si la suppression d’éléments de la RDA pouvait contrer les 
défauts de croissance de srs2 en réponse au NAM. Par un test de croissance dans un double 
mutant hst3 hst4, la mutation des gènes RAD9 et DOT1 n’ont aucun effet sur la létalité 
synthétique générée par l’absence de SRS2 (figure 22D). Ces délétions, ainsi que le mutant de 
l’histone H2A non phosphorylable (H2A-S128A), n’ont également aucun impact sur la 
croissance de srs2 à hautes concentrations de NAM (figure 23A). Ces résultats suggèrent que 
la kinase Rad53, même fortement activée, n’est pas responsable des défauts de croissance 




Figure 22 L’hyperactivation de la cascade de signalisation de Rad53 influence la 
complétion de la réplication de l’ADN du mutant srs2 en NAM. A) Rad53 est fortement 
activée en absence de Srs2. Les cellules ont été traitées à 20 mM NAM pendant 8 heures. Les 
échantillons ont été collectés aux temps correspondants pour un essai kinase in situ. B) rad9 
et dot1 influencent peu le niveau du signal de la kinase Rad53 dans le mutant srs2. Les 
cellules ont été traitées comme en A). C) Ces mutants restaurent la progression du cycle 
cellulaire de srs2. Des cellules en croissance exponentielle ont été traitées à 20 mM NAM 
pendant 8 heures, puis collectées pour l’analyse par cytométrie en flux. D) Ces mutations ne 
peuvent renverser le phénotype du mutant srs2 en absence de Hst3 et Hst4. Les cellules ont 
été diluées en série, puis répliquées sur la plaque correspondante et incubées à 25°C. E) Le 
mutant srs2 présente plusieurs ponts en anaphase et sont diminués en absence de RAD9. Les 
cellules ont été traitées comme en A), et les échantillons ont été collectés pour la microscopie 
à fluorescence. Un pont en anaphase correspond à la liaison du DAPI entre deux cellules 
durant la mitose (DAPI bridges). 
Srs2 permet de diriger la recombinaison homologue (RH) vers la réparation post-
réplicative (RPR), ce qui inclut le changement de matrice (TS) et la polymérisation de 
translésion (TLS) (274,278,279). En plus de son rôle dans la réponse aux dommages à l’ADN 
(37,172), le PCNA alternatif (9-1-1 clamp) est impliqué dans l’initiation du TS (288). Le 
complexe SHU permet de médier les activités du TS par la formation des filaments 
intermédiaires Rad51 et l’inhibition de l’anti-recombinase Srs2 (268,269). Nous voulions 
observer par un test de croissance si l’absence de l’un de ces éléments renverserait les 
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phénotypes du mutant srs2 exposé au NAM. La délétion des gènes du 9-1-1 clamp DDC1 et 
RAD17, mais non MEC3, restaurent partiellement le niveau de croissance de srs2 à hautes 
concentrations en NAM (figure 23B). Comme Mec3 est la sous-unité qui se lie à l’ADN (172), 
sa mutation pourrait expliquer l’absence d’effet dans un mutant srs2. À l’opposé, la délétion 
de gènes du complexe SHU (SHU1, SHU2, CSM2, PSY3) n’a aucune influence sur les 
phénotypes de srs2 en présence de NAM (figure 23C). 
 
Figure 23 L’atténuation de la voie de signalisation de Rad53 ou des voies de tolérance 
aux dommages à l’ADN n’influence pas les phénotypes du mutant srs2 en NAM. A) 
Atténuer le niveau d’activation de la kinase Rad53 ne peut pallier les défauts de croissance de 
srs2 en NAM. Les cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes 
concentrations en NAM et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont 
normalisées par rapport au non traité. B) L’absence d’activité de PCNA alternatif influence 
peu les défauts de croissance du mutant srs2. Les cellules ont été traitées comme en A). C) 
L’absence d’activité du complexe SHU ne restaure pas la croissance du mutant srs2 lors 
d’inhibition des sirtuines. Les cellules ont été traitées comme en A). D) Prévenir la 
SUMOylation et l’ubiquitination de PCNA ne peut renverser les phénotypes de srs2 en 
NAM. Les cellules ont été traitées comme en A). 
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La SUMO-ligase Siz1 médie la SUMOylation de la lysine 164 de PCNA et permet le 
recrutement de Srs2 aux sites de lésions à l’ADN (255). Cette lysine peut être mono-
ubiquitinée par le complexe Ub-ligase Rad6-Rad18 pour l’initiation du TLS, et poly-
ubiquitinée subséquemment par le complexe Ub-ligase Mms2-Rad5-Ubc13 pour l’initiation 
du TS (233,278). Nous voulions observer si l’absence de modifications de PCNA influençait 
les phénotypes de srs2 au NAM en déplétant les gènes RAD18, MMS2 et SIZ1. Ces simples 
mutants parviennent à croître à hautes concentrations en NAM, mais n’influencent pas les 
défauts de croissance de srs2 même à faibles concentrations (figure 23D). Cela suggère que 
Srs2 pourrait être recrutée à des sites de recombinaison en réponse au NAM de manière 
indépendante à la modification de PCNA. 
L’inhibition des sirtuines entraîne la formation d’intermédiaires toxiques de 
Rad51 qui nécessitent leur retrait par la protéine Srs2 
 L’activité anti-recombinase de Srs2 permet le désassemblage des filaments pré-
synaptiques de Rad51 sur l’ADN simple-brin invasif, ce qui empêche l’initiation de la 
recombinaison homologue (RH) (253,254). Pour évaluer si les phénotypes de srs2 pouvaient 
se traduire par des défauts de recombinaison, nous avons émis l’hypothèse que la suppression 
de gènes impliqués à la RH restaurerait la croissance du mutant en réponse au NAM. Il a été 
rapporté dans la littérature que la mutation rad51 permet la viabilité du double mutant 
(autrement létal) srs2 sgs1 en présence de stress réplicatif (271,326). La délétion de RAD51 
restaure partiellement la croissance de srs2 dans le double mutant hst3 hst4, tandis que le 
mutant rad51 confère un défaut de croissance à ce double mutant en présence de SRS2 
(figure 24A). Ces conditions causent une forte induction d’autophosphorylation de la kinase 
Rad53, semblable au simple mutant srs2 (figure 24B). Cela suggère que l’absence de Hst3 et 
Hst4 pourrait induire des défauts de recombinaison homologue (109). L’effet de la mutation 
de RAD51 ainsi que d’autres gènes impliqués dans la RH, soit RAD52, RAD55, RAD57 et 
RAD59 sur la sensibilité du mutant srs2 ont été comparés (327). Excepté pour un double 
mutant srs2 rad54 qui présente une létalité synthétique (résultat non présenté) (256), la 
délétion des éléments de la RH renverse les phénotypes du mutant srs2 à hautes 
concentrations en NAM (figure 24C). Ces résultats suggèrent que le rôle de Srs2 en réponse à 
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l’inhibition des sirtuines est la modulation des événements de recombinaison homologue, qui 
sont mal résolus ou alors présents en trop grande proportion dans le génome. Comme le 
mutant rad52 présente un défaut de croissance en absence de Hst3 et Hst4 (109) et que le 
gène RAD59 n’est pas directement impliqué à la RH, mais plutôt aux événements du SSA 
(328), cela explique l’absence de croissance de rad52 et rad59 en combinaison avec srs2 
(figure 24C). 
 
Figure 24 L’absence de Srs2 entraîne la formation de structures de recombinaison 
aberrantes qui s’avèrent létales pour la cellule en réponse au NAM. A) La délétion de 
RAD51 supprime la létalité synthétique de srs2 dans le double mutant hst3 hst4. Les 
cellules ont été diluées en série, puis répliquées sur la plaque correspondante et incubées à 
25°C. B) La kinase Rad53 demeure hyperactivée dans le double mutant srs2 rad51. Les 
cellules ont été traitées à 10 mM NAM pendant 8 heures. Les échantillons ont été collectés 
aux temps correspondants pour un essai kinase in situ. C) La délétion de gènes de 
recombinaison restaure la croissance du mutant srs2 en NAM. Les cellules ont été mises en 
croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM et la densité optique a été 
lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport au non traité. D) Le mutant 
srs2 présente une augmentation de la fréquence de foyers Rad51 et une absence de co-
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localisation Rad51-Rad52 en présence de NAM. Les cellules ont été traitées pendant 8 heures 
à 20 mM NAM et des échantillons pour la microscopie à fluorescence ont été recueillis au 
temps 0 et après traitement. Le graphique représente le ratio de Rad51-YFP total et le niveau 
de co-localisation avec Rad52-CFP. E) Le NAM diminue les niveaux de co-localisation de 
Rad51 avec des foyers Rad54 en absence de Srs2. Les cellules ont été traitées comme en D), 
sauf que le niveau de co-localisation correspond aux foyers Rad54-YFP présents parmi ceux 
Rad51-CFP. 
 L’activité anti-recombinase de Srs2 est suggérée comme un mécanisme de contrôle : en 
présence de filaments Rad51 à des sites inappropriés sur le génome, Srs2 antagonise le rôle de 
Rad52 dans la modulation de ces filaments et ce dernier médie la reformation de ces structures 
aux endroits propices pour la réparation de l’ADN (266). Comme nos résultats suggèrent un 
défaut de la RH dans un mutant srs2 (figure 24C), nous postulons qu’il y pourrait y avoir une 
formation de structures de recombinaison aberrantes en présence de NAM, aggravée dans le 
cas de srs2. Par microscopie à fluorescence, nous avons observé la fréquence de foyers 
Rad51-YFP (ou CFP) en présence ou en absence de SRS2, ainsi que leur co-localisation avec 
des foyers de recombinaison Rad52-CFP ou Rad54-YFP, qui sont requis pour la régulation des 
filaments pré-synaptiques (266,329). Le type sauvage présente une fréquence moindre de 
foyers Rad51, et un mutant srs2 entraîne une augmentation significative de cette fréquence 
(figure 24D-E) (266). La plupart des foyers Rad51 sont co-localisés avec des foyers Rad52 
(figure 24D) et Rad54 (figure 24E). En absence de SRS2, une proportion de ces foyers est non 
localisée avec les recombinases, ce qui suggère la formation d’intermédiaires de 
recombinaison de manière indépendante aux rôles de Rad52 et Rad54, normalement requises 
pour l’assemblage des filaments Rad51 à l’ADN simple-brin (figure 24D-E). Cela suggère que 
le NAM entraîne la formation de filaments pré-synaptiques à des sites aberrants sur l’ADN, ce 
qui requiert l’activité de Srs2 pour retirer ces filaments de manière adéquate et préserver 




Conclusion et perspectives 
Le travail présenté dans le cadre de ce mémoire met en lumière le rôle des déacétylases 
d’histones de la famille des sirtuines dans divers processus cellulaires chez la levure 
Saccharomyces cerevisiae. Nos résultats suggèrent que l’inhibition de leur activité catalytique 
par le pan-inhibiteur nicotinamide (NAM) entraîne des défauts de croissance de la levure par 
l’hyperactivation de la réponse aux dommages à l’ADN et par la formation de structures de 
recombinaison aberrantes qui influencent la complétion du cycle cellulaire. Les prochaines 
sous-sections reviennent sur certains aspects qui ont été observés suite à nos travaux. 
Plusieurs mutations de gènes non essentiels de la levure S. 
cerevisiae confèrent une sensibilité au nicotinamide causée par 
l’hyperacétylation de H3K56 
 Nos résultats préliminaires ont démontré que l’inhibition des sirtuines par le NAM 
induit des dommages spontanés à l’ADN et que ces réponses sont causées majoritairement par 
l’hyperacétylation de H3K56, une conséquence de l’inhibition de Hst3 et Hst4 (80). Ces 
résultats sont compatibles avec les phénotypes connus d’un double mutant hst3 hst4, qui 
présente une thermosensibilité, l’apparition de dommages spontanés, et des défauts dans la 
réplication de l’ADN (80,109,112). Un crible chimiogénétique réalisé chez S. cerevisiae nous 
a permis d’identifier des interactions génétiques pouvant être reliées à H3K56ac. Des 
mutations homozygotes de gènes non essentiels diploïdes ont été traitées à 20 mM NAM et 
certaines d’entre eux conféraient une sensibilité à ce pan-inhibiteur, dont la plupart représente 
des gènes inclus dans la voie de réponse aux dommages à l’ADN (RDA) et dans la 
recombinaison de l’ADN (figures 9 et 18). Il est connu que le double mutant hst3 hst4 
induit l’activation de kinases de la RDA et présente une létalité synthétique en absence de 
gènes régulateurs (SLX4, SRS2, DUN1), ce qui supporte les données présentées dans le crible 
(60,109). Notre étude s’est toutefois limitée sur les mutations de gènes impliqués dans la 
réparation de l’ADN, alors que le crible a permis d’identifier d’autres réponses cellulaires qui 
sont influencées par le NAM, dont plusieurs voies métaboliques (e.g. sporulation, synthèse des 
macromolécules) (318). Examiner si ces voies de régulation peuvent être modulées par Hst3 et 
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Hst4 serait intéressant pour mieux prédire des similarités de fonction entre les sirtuines de la 
levure et leurs homologues chez l’humain (126). En somme, ces résultats obtenus sont une 
ressource importante pour comprendre les bases moléculaires de H3K56ac, ainsi que les 
réseaux génétiques impliqués dans la régulation de cette modification post-traductionnelle 
(MPT). 
La sensibilité des mutants slx4 et pph3 au nicotinamide dépend de l’hyperacétylation 
de H3K56 
Les gènes SLX4 et PPH3 sont impliqués dans l’atténuation de la RDA (198,199) et leur 
mutation cause des défauts de croissance lors d’inhibition des sirtuines Hst3 et Hst4 (figures 
10 et 12). Comme la délétion du gène de l’acétyltransférase RTT109 renverse les phénotypes 
de ces mutants, cela signifie que l’hyperacétylation de H3K56 possède probablement un rôle 
dominant dans les défauts de croissance induits par le NAM. Autrement, il faudrait vérifier 
que la mutation H3K56R (qui empêche l’acétylation) puisse également restaurer la croissance 
de ces mutants, comme il a été démontré par spectrométrie de masse que seuls les niveaux de 
H3K56ac sont modulés dans un double mutant hst3 hst4 (330). Il fut observé qu’empêcher 
l’acétylation de H4K16 par une mutation non acétylable H4K16A améliore la croissance 
cellulaire en présence de NAM (figure 25A, annexe), ce qui concorde avec des résultats 
antérieurs suggérant que l’absence de H4K16ac supprime la thermosensibilité du double 
mutant hst3 hst4 (60). Il serait intéressant de vérifier si la modulation des niveaux de 
H4K16ac pouvait influencer les phénotypes des mutants slx4 et pph3 en réponse au NAM, 
car nous postulons que l’altération de cette MPT à la chromatine silencieuse induirait une 
réponse aux dommages à l’ADN. Des études futures serviront à mieux élucider le lien entre 
ces deux modifications d’histones. 
La sensibilité du mutant srs2 au nicotinamide est causée de manière dépendante et 
indépendante de H3K56ac 
 L’hélicase Srs2 permet de moduler les niveaux de recombinaison homologue (RH) 
(253,254) et son absence cause un défaut de croissance lors d’inhibition des sirtuines Hst3 et 
Hst4, mais qui semble être influencée de manière dépendante et indépendante à 
l’hyperacétylation de H3K56. En réponse au NAM, la sensibilité du mutant srs2 n’est pas 
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affectée par la délétion de RTT109 tandis que dans un double mutant hst3 hst4, le mutant 
rtt109 parvient à supprimer la létalité synthétique de srs2 (figure 19A-C). Ce dernier 
résultat demeure à être confirmé, car il contredit des résultats antérieurs suggérant que la 
mutation non acétylable H3K56R n’a aucun effet sur la létalité synthétique du triple mutant 
hst3 hst4 srs2 (109). Reproduire ces deux types de mutations serait nécessaire pour mieux 
comprendre les phénomènes observés. Néanmoins, il est possible que l’inhibition de toutes les 
sirtuines par le NAM puisse influencer d’autres voies cellulaires qui pourraient s’avérer 
problématiques dans un mutant srs2, en plus de la présence d’une hyperacétylation de 
H3K56 par l’inhibition de Hst3 et Hst4. Moduler les niveaux de H4K16ac n’influence pas les 
phénotypes de srs2 en réponse au NAM, alors que la combinaison des mutations sir2 et 
rtt109 au simple mutant srs2 cause une létalité synthétique (figure 21C-D). Ceci suggère 
que l’activité de Srs2 pourrait être indirectement reliée à l’état de la chromatine par la sirtuine 
Sir2. Par exemple, l’un des rôles de Sir2 est de réguler les niveaux de recombinaison à l’ADNr 
(129,331). Comme il est suggéré que Srs2 puisse aussi être recrutée à l’ADNr (332,333), ces 
résultats pourraient caractériser une voie de régulation influencée par le NAM dans un mutant 
srs2. Vérifier par séquençage ChIP-Seq si les niveaux de H4K16ac à l’ADNr sont modulés 
dans un mutant srs2 lors d’inhibition des sirtuines pourrait répondre à cette hypothèse. Un 
autre aspect intéressant à observer serait le croisement de mutants hst1 ou hst2 au double 
mutant srs2 rtt109, car Hst1 et Hst2 influencent d’autres processus cellulaires que Sir2 et 
pourraient intervenir avec Srs2 (142,143,147). Ces expériences additionnelles seront 
nécessaires afin d’appuyer ce modèle, de façon à associer les phénotypes de srs2 à cette 
modification d’histone. 
L’hyperacétylation de H3K56 par le NAM induit une forte 
activation de la voie de réponse aux dommages à l’ADN par 
l’activation de la kinase Rad53 
 Nos résultats suggèrent un modèle où la cellule nécessite l’activité de Slx4 et du 
complexe PP4 pour l’atténuation de la kinase Rad53 en réponse à l’hyperacétylation de 
H3K56, soit en empêchant l’activité de Rad9. Il est connu que des mutations inhibant la 
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liaison de l’adaptateur Rad9 à la chromatine endommagée, comme H3K79R ou la mutation de 
RAD9 supprime les phénotypes du double mutant hst3 hst4 (60,109), ce qui a été observé 
dans nos résultats en présence de NAM (figures 14 et 15). En somme, cela suggère que l’un 
des phénotypes majeurs observés lors d’inhibition des sirtuines par le NAM est 
l’hyperactivation des voies de signalisation de Rad53. Il serait possible que la présence de 
H3K56 ou de H4K16 constitutivement acétylées puisse influencer la liaison de Rad9 de 
manière positive, comme il a été suggéré que H3K56ac soit un environnement favorable à 
l’enclenchement de la RDA (294). Ceci pourrait expliquer entre autres la sensibilité des 
mutants slx4 et pph3 lors d’une exposition au NAM. Le niveau de contribution de la voie 
d’activation de Rad53 parmi les phénotypes observés lors d’inhibition des sirtuines sera à 
déterminer au cours d’expériences futures. 
Recrutement du complexe Slx4-Rtt107 aux fourches de réplication en réponse aux 
dommages à l’ADN 
Alors que le complexe Slx4-Rtt107 est recruté aux fourches de réplication pour limiter 
l’activité de la kinase Rad53 (199,202), la délétion de leurs gènes entraîne des effets opposés 
en réponse au NAM. La délétion de SLX4 cause une létalité synthétique avec hst3 hst4, 
tandis que celle de RTT107 permet une meilleure croissance de ce double mutant (figure 10B). 
Cela suppose que le complexe Slx4-Rtt107 pourrait aider à tolérer les lésions à l’ADN lors de 
l’atténuation de la RDA, alors que les complexes générés à la chromatine comme Rtt101-
Rtt107 causeraient des dommages à l’ADN de manière dépendante de H3K56ac. Rtt101 forme 
un complexe Ub-ligase qui ubiquitine H3K56ac pour l’assemblage de novo des nucléosomes à 
l’aide des chaperonnes Asf1, CAF-1 et Rtt106 (98). Comme Rtt107 n’est pas impliquée à ces 
événements, ceci suggère que des problèmes d’assemblage de la chromatine ne seraient pas à 
l’origine des dommages causés par Rtt107 en réponse au NAM. Il a été suggéré que Rtt109 et 
Rtt101 recrutent Rtt107 pour stabiliser les fourches de réplication en réponse au MMS (100), 
et que le complexe Slx4-Rtt107 est formé en réponse au stress génotoxique (205). Ceci appuie 
un modèle où H3K56ac modulerait la formation de ces complexes aux fourches de réplication, 
et que l’acétylation constitutive de H3K56 causerait une localisation inappropriée de ces 
éléments durant la réplication de l’ADN, ce qui pourrait mener à l’induction de dommages. 
D’autres expériences seront requises pour valider ce modèle, ainsi que pour caractériser le 
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niveau de recrutement du complexe Slx4-Rtt107 lors de l’effondrement des fourches de 
réplication en réponse au NAM. 
La forte activation de Rad53 n’est pas la cause de la sensibilité d’un mutant srs2 en 
réponse au NAM 
Même si le mutant srs2 présente une activation de la kinase Rad53 due à son 
phénotype d’hyper-recombinaison (257,258), la suppression d’éléments de la RDA n’a aucun 
effet sur les défauts de croissance du mutant lors d’inhibition des sirtuines (figures 22D et 
23A). Curieusement, le double mutant srs2 rad9 est non viable en absence de Hst3 et Hst4, 
mais parvient à progresser dans le cycle cellulaire (figure 22C-E). Une possibilité serait que le 
double mutant parviendrait à faire quelques divisions cellulaires avant de mourir en présence 
de NAM. Connaître le moment requis pour induire une létalité synthétique du double mutant 
srs2 rad9 en NAM serait un aspect intéressant à observer lors d’expériences futures. 
Comme il a été suggéré que le mutant srs2 ne peut activer pleinement une réponse Rad53 
(258), cela indique que l’activation de cette kinase n’est pas la cause des phénotypes de srs2 
en réponse au NAM, mais plutôt une conséquence de cette mutation. De cette façon, les 
principaux problèmes de srs2 seraient reliés à la RH, ce qui sera discuté plus bas. 
L’hyperactivation de la kinase Rad53 affecte la complétion de la 
réplication de l’ADN en présence d’hyperacétylation de H3K56 
par le NAM 
Nos résultats démontrent que l’activation persistante de la kinase Rad53 en réponse au 
NAM influence la progression de la réplication de l’ADN dans les mutants slx4 et pph3. 
Ces phénotypes seraient attribués en partie au rôle de Rad53 dans l’inhibition des origines 
tardives Dbf4 et Sld3 (figure 16) (188), ainsi que dans l’inhibition de la polymérisation de 
translésion (TLS) en réponse au MMS (figure 17) (183,283). Cela suggère néanmoins que 
d’autres voies de réparation de l’ADN pourraient intervenir dans la complétion de la 
réplication. Il fut démontré que les protéines Slx4 et Pph3, par leur rôle dans l’atténuation de 
Rad53, régulent l’activité du complexe endonucléase Mus81-Mms4 pour la résolution 
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d’intermédiaires de RH en réponse au MMS (334). Ceci nous amène à penser que la sensibilité 
des mutants slx4 et pph3 en NAM pourrait dépendre d’une part à une incapacité de la 
cellule de résoudre efficacement les jonctions d’Holliday (JHs) dû à l’hyperactivation de la 
RDA. Il serait intéressant d’investiguer si cette notion contribue aux défauts de réplication des 
mutants slx4 et pph3 lors d’expériences futures. 
Implication de la polymérisation de translésion (TLS) dans la réponse au NAM des 
mutants slx4 et pph3 
Comme le TLS est une voie de réparation post-réplicative (RPR) se produisant en 
phase G2, notre hypothèse est que ce mécanisme pourrait répliquer les fragments d’ADN 
simple-brin en fin de phase S lors de stress réplicatif (277). Alors que la mutation de REV3 
cause une sensibilité synergique dans les mutants slx4 dot1 et pph3 dot1 en présence de 
MMS, elle n’influence toutefois pas la croissance restaurée des mutants slx4 dot1 et pph3 
rad9 en réponse au NAM (figures 17A-B et 26C, annexe). Ceci suggère que l’inhibition du 
TLS par l’activation de Rad53 pourrait contribuer aux défauts de croissance en présence 
d’hyperacétylation de H3K56, mais à travers l’utilisation d’une autre polymérase de 
translésion que Polζ. Chez la levure, la polymérase- est codée par le gène RAD30 et est 
impliquée dans la résistance aux rayons ultraviolets (335). Il serait intéressant de tester cette 
possibilité dans les mutants slx4 et pph3, ce qui pourrait élucider le rôle du TLS dans la 
complétion de la réplication lors d’inhibition des sirtuines. 
Recrutement de Srs2 aux sites de lésions à l’ADN indépendamment de la SUMOylation 
de PCNA 
 La protéine Srs2 est liée à la SUMOylation de PCNA pour enclencher la RPR vers le 
changement de matrice (TS) (255,259). Nos résultats suggèrent que les défauts de croissance 
du mutant srs2 ne soient pas influencés par ces voies de tolérance aux dommages à l’ADN 
(TDA), car les délétions de RAD18 et MMS2 ne peuvent renverser les phénotypes de cette 
mutation en réponse au NAM (figure 23D). Comme le PCNA alternatif est impliqué dans le 
TS et que son absence influence partiellement la sensibilité du mutant srs2 (figure 23B) 
(288), une possibilité est que le rôle de Srs2 dans la régulation de la RPR soit réalisé en partie 
par interaction avec des sous-unités de PCNA alternatif lors d’inhibition des sirtuines. Comme 
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des résultats suggèrent que Srs2 soit impliquée dans l’atténuation de la voie de signalisation 
aux dommages à l’ADN (336), un lien entre Srs2 et le PCNA alternatif pourrait corréler avec 
l’hyperactivation de la kinase Rad53 observée dans le mutant srs2 lors de nos expériences. Il 
serait aussi intéressant de vérifier si les niveaux de SUMOylation de PCNA sont modulés en 
réponse au NAM, et si cette modulation influence le recrutement de Srs2 aux sites de lésions 
de manière négative et donc empêche l’enclenchement de la RPR. Ceci suggérerait 
l’implication des mécanismes de TDA dans la réponse cellulaire de Srs2 face à l’inhibition des 
sirtuines, quoique certaines expériences additionnelles soient nécessaires à la validité de ce 
modèle. 
L’inhibition des sirtuines par le NAM influence la formation de 
filaments Rad51 toxiques pour la cellule 
 Nos résultats suggèrent que l’anti-recombinase Srs2 est recrutée aux sites de RH pour 
la modulation des filaments pré-synaptiques Rad51 de manière indépendante à la modification 
de PCNA en présence de NAM. Ceci est compatible avec des rôles identifiés pour Srs2 à la 
recombinaison de l’ADNr (333) ainsi qu’aux événements inappropriés de RH non spécifiques 
à des DSBs (266). Notre hypothèse était donc que Srs2 puisse interagir avec des filaments 
Rad51 qui ne sont pas localisés près de PCNA. 
Modulation des filaments pré-synaptiques aberrants par l’anti-recombinase Srs2 en 
réponse au NAM 
L’absence de SRS2 entraîne une augmentation significative de la fréquence de foyers 
Rad51, dont une grande proportion est localisée de manière indépendante aux recombinases 
Rad52 et Rad54, et ce en présence ou en absence de NAM (figure 24D-E) (266). Ces résultats 
suggèrent un modèle de régulation des structures de RH qui seraient influencées en absence 
d’activité des sirtuines. Dans le premier cas, le NAM entraînerait la formation de filaments 
pré-synaptiques Rad51, qui seraient non localisés spécifiquement à des sites de lésions à 
l’ADN. La présence de Srs2 permettrait le retrait de ces filaments, ce qui expliquerait la faible 
fréquence de foyers Rad51 dans les cellules de type sauvage (figure 24D-E). Dans le 
deuxième cas, l’absence de Srs2 influencerait la formation de ces structures de recombinaison 
aberrantes qui ne peuvent plus être retirées. Elles seraient donc présentes à plus grande 
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fréquence à des endroits inappropriés dans le génome, ce qui mènerait à la cytotoxicité d’un 
mutant srs2 en réponse au NAM (figure 24D-E). Plusieurs expériences seront à réaliser pour 
justifier cette hypothèse. L’une d’elles est d’observer le niveau de recrutement de Srs2 aux 
structures de RH après exposition au NAM comparativement à une cellule non traitée, ce qui 
démontrerait le besoin de la cellule de retirer les intermédiaires de RH formés en absence 
d’activité des sirtuines. Il serait intéressant aussi d’observer la fréquence et la co-localisation 
de foyers intranucléaires Rad51 avec ceux formés par Rad52 dans un double mutant hst3 
hst4 en absence de NAM, comme est connu que ce double mutant présente une grande 
fréquence de foyers Rad52 (60,154). Ceci viendrait clarifier si le mécanisme observé 
fonctionne indépendamment ou non de l’hyperacétylation de H3K56. 
Il est possible que l’inhibition des sirtuines par le NAM puisse influencer d’autres 
activités de Srs2 dans la réparation de l’ADN. Srs2 est recruté à la protéine Nej1 pour le 
désassemblage des filaments Rad51 durant la jonction d’extrémités non homologues (NHEJ), 
qui est un mécanisme de réparation peu d’usage chez S. cerevisiae (337). Srs2 interagit 
également avec le complexe endonucléase Mus81-Mms4, où ce dernier inhibe son activité lors 
de la résolution des JHs (338,339). Il serait donc intéressant d’évaluer si l’absence de ces 
fonctions peut influencer la sensibilité d’un mutant srs2 ainsi que son phénotype d’hyper-
recombinaison en réponse au NAM. 
Applications cliniques à long terme pour l’utilisation d’inhibiteurs 
de déacétylases d’histones dans le traitement du cancer 
Les sirtuines deviennent d’intérêt en milieu clinique, non seulement dû à leur spectre 
d’action, mais également par leurs rôles conservés dans la modulation du vieillissement 
cellulaire démontré dans plusieurs modèles (76,340). Les sept sirtuines chez l’humain (SIRT1-
7) possèdent des fonctionnalités plus ou moins conservées à celles de la levure, dont la 
sénescence, la réparation de l’ADN ou des rôles métaboliques (341,342). Leur dérégulation est 
observée dans certains cancers ou maladies neurodégénératives, ce qui est prometteur pour le 
développement d’un traitement visant à l’inhibition de ces enzymes au niveau 
pharmacologique (343–345). Les inhibiteurs de HDACs sont de plus en plus utilisés comme 
agents thérapeutiques potentiels contre la propagation tumorale (346,347). L’une des stratégies 
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à long terme serait de cibler des cellules tumorales par ces inhibiteurs de manière spécifique, 
de sorte à pouvoir les combiner avec des agents chimiothérapeutiques (348). Des études 
précédentes ont démontré que l’inhibition des sirtuines par le NAM a un effet antifongique 
chez plusieurs pathogènes infectieux, dont la famille C. albicans (90). Toutefois, les sirtuines 
sont des déacétylases qui consomment le NAD+, au même titre que plusieurs enzymes chez les 
eucaryotes comme les ADP-riboses transférases, les cADP-ribose synthases ou les PARP 
(128,301). Cela suggère que le NAM posséderait un spectre d’action plus ou moins spécifique 
chez les eucaryotes avancés, ce qui causerait des effets secondaires difficiles à prédire. 
D’autres inhibiteurs de HDACs sont en vogue dans les essais cliniques, comme 
l’aristoforine ou le cambinol, où ils modulent l’expression d’oncogènes dans la croissance 
tumorale (346). Toutefois, leurs mécanismes d’action au point de vue thérapeutique demeurent 
mal caractérisés. Améliorer les connaissances sur la biologie des sirtuines pourrait permettre 
de mieux prédire l’efficacité des inhibiteurs de HDACs dans le traitement de cellules 
tumorales au niveau clinique. Dans le but d’améliorer cette connaissance, les résultats 
présentés dans ce mémoire suggèrent un nouveau modèle de réseaux génétiques influencés par 
l’inhibition des sirtuines chez la levure Saccharomyces cerevisiae, dont la plupart modulent 
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Résultats publiés (Simoneau A. et al, Nucleic Acid Research 
Journal 2016) (318) 
L’acétylation de la lysine 16 de l’histone H4 contribue aux phénotypes d’une 
inhibition des sirtuines par le NAM 
 H4K16ac est une modification post-traductionnelle à la chromatine silencieuse qui est 
déacétylée par les sirtuines Sir2 et Hst2 (55,69,149). L’abolition de H4K16ac par mutation de 
la lysine pour une arginine non acétylable (H4K16R) supprime la thermosensibilité du double 
mutant hst3 hst4, suggérant que ces deux modifications d’histones sont indirectement 
reliées (60). Nous avons vérifié si cette modification pouvait contribuer à l’apparition de 
dommages spontanés à l’ADN observés en NAM (figure 8), qui inhibe également les activités 
de Sir2 et Hst2. La mutation de la lysine 16 par une alanine (H4K16A) ou une arginine 
(H4K16R) améliore le niveau de croissance cellulaire en NAM (figure 25A) et diminue le 
niveau d’activation de la kinase Rad53 (figure 25B). Ces résultats suggèrent que même si 
l’hyperacétylation de H3K56 joue un rôle dominant dans la génotoxicité en NAM, d’autres 
MPTs telles que H4K16ac peuvent contribuer aux phénotypes. 
 
Figure 25 L’acétylation de la lysine 16 de l’histone H4 contribue aux défauts de 
croissance cellulaire observés au NAM. A) Les défauts de croissance en NAM dépendent de 
l’hyperacétylation de H3K56, mais également de H4K16ac. Les temps de dédoublements ont 
été mesurés en milieu YPD ± 20 mM NAM. Les valeurs représentent les ratios, en minutes, du 
dédoublement en NAM sur les cellules non traitées. B) Le mutant H4K16R diminue le niveau 
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d’activation de Rad53. Les cellules ont été traitées avec 20 mM NAM puis collectées aux 
temps respectifs pour le Western Blot ainsi que l’essai kinase in situ. Réalisation : Hugo 
Wurtele (figure B) 
La polymérisation de translésion (TLS) est une voie requise pour la 
croissance cellulaire lors d’inhibition des sirtuines par le NAM 
Comme l’activation de la kinase Rad53 mène à l’inhibition de la polymérisation de 
translésion (TLS) et que nos résultats suggèrent que son hyperactivation influence la 
réplication de l’ADN, nous avons émis l’hypothèse que le TLS pouvait être impliqué dans la 
complétion de la réplication en réponse à l’inhibition des sirtuines (60,280,322). Nous 
voulions vérifier si PCNA contribuait à la suppression phénotypique des mutants rad9 ou 
dot1. PCNA est ubiquitiné sur la lysine 164 lors de la réparation post-réplicative (RPR) : le 
complexe Ub-ligase Rad6-Rad18 enclenche le TLS par sa mono-ubiquitination, alors que le 
complexe Ub-ligase Mms2-Rad5-Ubc13 enclenche le TS par sa poly-ubiquitination (274,278). 
Empêcher le TLS, soit par la mutation du gène de RAD18 ou celle de la lysine 164 de PCNA 
(POL30) par une arginine, sensibilise les mutants slx4 dot1 et pph3 rad9 à de faibles 
concentrations en NAM (figure 26A-B). Cela suggère que le TLS est une voie de réparation 
sollicitée en réponse au NAM plutôt que le TS, car une délétion du gène de MMS2 n’affecte 
pas la croissance cellulaire des doubles mutants (figure 26A). La délétion du gène de REV3, 
codant pour la sous-unité catalytique de Polζ, ne contribue pas à la suppression phénotypique 
des mutants slx4 et pph3 en absence de Dot1 (figure 26C). Ces résultats indiquent que 
même si l’inhibition du TLS pouvait contribuer aux défauts des mutants slx4 et pph3 en 
présence de NAM, cette voie de TDA inciterait l’utilisation d’une autre polymérase de 





Figure 26 La polymérisation de translésion permet de restaurer la croissance des 
mutants slx4 et pph3 en NAM, de manière indépendante à Polζ. A) Restaurer la 
croissance des mutants par dot1 et rad9 dépend de la fonction de RAD18, et non celle de 
MMS2. Les cellules ont été mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes 
concentrations en NAM et la densité optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont 
normalisées par rapport au non traité. B) Restaurer la croissance par rad9 dépend également 
de la mono-ubiquitination de PCNA (POL30). Les cellules ont été traitées comme en A). C) 
Restaurer la croissance par un mutant dot1 ne requiert pas l’activité de la polymérase zêta 
(REV3). Les cellules ont été traitées comme en A). Réalisation : Ian Hammond-Martel (figures 
A et B), Antoine Simoneau (figure C) 
Résultats non-publiés 
Optimisation des conditions nécessaires à la réalisation des souches srs2 ± 
rtt101, rtt107, mms1 et mms22 
 Pour confirmer les résultats obtenus à la figure 20, des tests de validité pour les 
souches srs2 rtt101, srs2 rtt107, srs2 mms1 et srs2 mms22 ont été effectués. La 
délétion de gènes impliqués dans la voie de H3K56ac comme RTT101, MMS1, MMS22 ou 
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RTT107 confère une meilleure croissance de la levure en présence de NAM, mais non en 
présence d’agents génotoxiques comme le MMS (154,318). Nous avons procédé à des tests de 
croissance sur milieu YPD en présence de MMS ou de NAM, dans le but d’observer la 
modulation de ces phénotypes en absence de SRS2. Le mutant srs2 sensibilise les cellules 
dépourvues de Rtt101, Mms1, Mms22 et Rtt107 en réponse au NAM et au MMS (figure 27A). 
Ce même effet fut observé en absence des sirtuines Hst3 et Hst4 à des conditions semblables 
(figure 27B), car l’hyperacétylation de H3K56 dans un double mutant hst3 hst4 confère une 
forte sensibilité de la cellule en MMS (80). Cela suggère que Srs2 permettrait la viabilité de la 
cellule en présence d’agents cytotoxiques, de manière dépendante de H3K56ac. 
 
Figure 27 Les mutants srs2 rtt101, srs2 rtt107, srs2 mms1 et srs2 mms22 
présentent une hypersensibilité en NAM et en MMS. A) Les doubles mutants présentent un 
défaut de croissance en présence de ces agents cytotoxiques. Les cellules ont été diluées en 
série, puis répliquées sur les plaques en concentration de NAM ou MMS correspondantes et 
incubées à 30°C. B) Les doubles mutants dans un génotype hst3 hst4 présentent un défaut 
de croissance en présence de ces agents cytotoxiques. Les cellules ont été traitées comme en 
A). 
Implication du niveau de SUMOylation de Rad52 et de la phosphorylation 
de Mms4 lors d’hyperacétylation de H3K56 induite par le NAM 
 La protéine recombinase Rad52 est SUMOylée en présence de dommages à l’ADN et 
celle-ci module la formation de filaments Rad51 de manière indépendante à l’hélicase Srs2 
(234,236,237). Comme nos résultats suggèrent une formation de structures de recombinaison 
aberrantes en absence de SRS2 (figure 24), nous voulions observer si la conservation de Rad52 
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SUMOylée pouvait restaurer les défauts de croissance du mutant srs2 en présence de NAM. 
Deux types de souches de levure ont été utilisés. Le premier est un allèle dominant de RAD52 
où la leucine 264 est mutée pour une proline et mime la SUMOylation (RAD52-L264P), et le 
deuxième est une fusion du marqueur de SUMOylation SMT3 au gène de RAD52, ce qui rend 
la protéine constitutivement SUMOylée (RAD52-SMT3) (237). Alors que ces souches peuvent 
contrer les phénotypes du mutant srs2 en MMS (237), ce résultat n’est pas reproductible en 
réponse au NAM, même si l’allèle muté RAD52-L264P possède un effet partiel sur la 
croissance du mutant à de hautes concentrations (figure 28A). Ces résultats suggèrent que les 
niveaux de SUMOylation de Rad52 ne sont pas influencés lors d’inhibition des sirtuines. 
 L’hyperactivation de la kinase Rad53 réprime l’activité du complexe endonucléase 
Mus81-Mms4, et des protéines régulatrices comme Slx4 ou le complexe PP4 peuvent l’activer 
pour la résolution des intermédiaires de recombinaison (334). Mms4 est phosphorylée par la 
polo-kinase Cdc5, ce qui régule la formation de ce complexe (201,247). Nous voulions 
observer si moduler la fonction de Mus81-Mms4 pourrait renverser les phénotypes d’hyper-
recombinaison du mutant srs2 en présence de NAM. Des conditions où le gène MMS4 est 
absent (mms4), où il y a phosphorylation constitutive par mutation d’un site CDK de Mms4 
(MMS4-S56E) et où il y a mutation de deux sites CDK de Mms4 (MMS4-T184D, S56E) ont 
été utilisées (247). Ces mutations n’affectent pas les défauts de croissance de srs2 à hautes 
concentrations en NAM (figure 28B), suggérant que l’activation constitutive de 
l’endonucléase Mms4 entraîne plus d’effets dérégulatoires que d’influence sur les phénotypes 
du mutant (247). Dans l’ensemble, les problèmes de recombinaison induits par l’absence de 
SRS2 sont indépendants de ces MPTs, mais cela n’enlève pas la possibilité que ces 




Figure 28 Le niveau de SUMOylation de Rad52 ainsi que celui de phosphorylation de 
Mms4 influencent peu les phénotypes de srs2 en NAM. A) Un contrôle du niveau de 
SUMOylation de Rad52 pourrait contribuer aux phénotypes observés. Les cellules ont été 
mises en croissance sur plaque 96 puits à différentes concentrations en NAM et la densité 
optique a été lue après 48 heures. Les valeurs sont normalisées par rapport au non traité. B) 
L’activation constitutive de Mms4 ne peut résoudre les problèmes d’hyper-recombinaison de 
srs2. Les cellules ont été traitées comme en A). 
